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La cefalotina (CFL) es una cefalosporina indicada para la profilaxis prequirúrgica en 
caninos, principalmente en cirugías programadas, donde la asepsia puede realizarse de 
manera exhaustiva. Las recomendaciones clínicas actuales establecen que el antimicrobiano 
debería ser administrado entre 30 y 60 minutos antes de la incisión quirúrgica, con el fin de 
alcanzar concentraciones tisulares adecuadas. Además, en los procedimientos quirúrgicos que 
se extiendan más de dos semividas de eliminación del antimicrobiano, se debería administrar 
otra dosis para garantizar concentraciones bactericidas en los tejidos. 
El análisis farmacocinético/farmacodinámico (FC/FD) para betalactámicos, establece un 
indicador de eficacia t>CIM, entre el 50 y 80 % del intervalo de dosis, para lograr una adecuada 
eficacia antimicrobiana. No existen estudios farmacocinéticos de CFL en perros sometidos a 
cirugía que consideren por un lado el análisis FC/FD y por otro lado el hecho de que tanto la 
anestesia como el procedimiento quirúrgico podrían modificar la distribución y/o la eliminación 
del antimicrobiano.  
El objetivo de este trabajo fue evaluar la farmacocinética de la CFL en caninos 
sometidos a ovariohisterectomía (G2) y compararlo con un grupo control no sometido a 
ovariohisterectomía (G1); por otro lado determinar la CIM de este antimicrobiano frente a cepas 
autóctonas de Staphylococcus spp. a fin de establecer los parámetros de eficacia 
antimicrobiana t>CIM que permitan fundamentar pautas posológicas.  
Se dividió el trabajo en tres etapas. En la etapa I se estudió la farmacocinética de la 
CFL en perras tras administración intravenosa a dosis única de 25 mg/kg; en la misma se 
compararon los perfiles concentración – tiempo de CFL en G1 y G2. Las concentraciones del 
antimicrobiano se cuantificaron en muestras de suero y piel, y además para el G2 en tejido 
subcutáneo, músculo y peritoneo. En la etapa II se realizó el estudio farmacodinámico basado 
en los aislamientos dérmicos de Staphylococcus spp. procedentes de animales sanos y la 
determinación de su correspondiente CIM. Finalmente, en la etapa III se realizó el cálculo de 
los parámetros FC/FD para la CFL en suero y tejidos, junto a la propuesta posológica en 
pacientes sometidos a procedimientos quirúrgicos. 
Se empleó la técnica microbiológica de difusión en agar para determinar las 
concentraciones de CFL en todas las muestras de la etapa I; el límite de cuantificación fue de 
0,05 µg/ml. Las muestras de tejido fueron procesadas por medio de homogeinato. Se utilizó un 
modelo no compartimental para el análisis farmacocinético, y estadísticas paramétricas y/o no 





programas informáticos utlizados fueron PK Solution 2.0, SPSS  6.1.3 y Graph Pad Prism 1.0. 
Los aislamientos bacterianos y determinación de la CIM (etapa II) se realizaron mediante 
metodologías estandarizadas (CLSI). Para el análisis FC/FD, se utilizaron como referencia 
valores de t>CIM del 80 % entre intervalos de administración.  
Los resultados muestran que la CFL posee un perfil de concentración en el tiempo en 
caninos del grupo control (G1) similar a otras cefalosporinas, con un ABC∞= 37,68 ± 8,52 
μg·h/ml, Vdss= 0,77 ± 0,19 l/kg, Cl= 0,73 ± 0,15 l·kg/h, t½λe = 1,22 ± 0,13 h y TMR= 1,06 ± 0,17 
h. Los animales sometidos a ovariohisterectomía (G2) presentaron un ABC∞= 53,37 ± 5,23 
μg·h/ml, Vdss= 0,65 ± 0,31 l/kg, Cl= 0,47 ± 0,05  l·kg/h, t½λe = 1,60 ± 0,36 h y TMR= 1,39 ± 0,72 
h, mostrando diferencias significativas (p > 0,05) con aumento en la semivida de eliminación 
(t½λe) y área bajo la curva (ABC), y una disminución en el aclaramiento plasmático (Cl). De 
acuerdo a estos indicadores, la anestesia repercute en el comportamiento cinético aumentando 
la permanencia (mayor semivida de eliminación, tiempo medio de residencia) de la CFL en los 
animales sometidos a cirugía. 
Las concentraciones de CFL en tejido subcutáneo, músculo y peritoneo presentaron su 
Cmax en un intervalo de 0,9 y 1,68 µg/ml a los 60 minutos, con un porcentaje de penetración 
(tejido/plasma) del 9 % para tejido subcutáneo, 6 % para músculo y 11 % para peritoneo. Las 
concentraciones fueron similares a la de otros trabajos, alcanzando concentraciones en líquido 
intersticial suficientes para controlar infecciones por patógenos extracelulares a pesar de que 
las técnicas de homogeinato suponen un fenómeno de dilución y por tanto las concentraciones 
reales deberían ser superiores a las calculadas. En piel se halló una Cmax de 1,60 µg/ml a los 30 
minutos, en animales sometidos a ovariohisterctomia (G2), observando valores de 4,37 µg/ml a 
los 30 minutos en el G1. 
La CIM50 y CIM90 de CFL para Staphylococcus spp. regionales de animales clínicamente 
sanos fue de 0,06 y 0,25 μg/ml respectivamente, con una prevalencia cercana al 73 % en piel. 
Las concentraciones séricas de los animales sometidos a ovariohisterectomía (G2) presentaron 
valores por encima de la CIM90 superiores a los del grupo control, pero requirieron más tiempo 
para alcanzar las concentraciones máxima en tejidos (50 minutos), por tanto para conseguir un 
efecto profiláctico adecuado se debería realizar la administración endovenosa al menos 1 h 
antes de comenzar la cirugía. La CFL administrada en forma IV superó los valores de CIM90, 
durante las 2 h de cirugía y se mantuvieron por encima de este punto de corte durante 9 horas 
(t >CIM 80 %) posteriores a su administración. 
Se puede concluir que la CFL a la dosis utilizada (25 mg/kg) posee un comportamiento 
farmacocinético en caninos, similar al descrito para otras cefalosporinas de primera generación. 
Los animales sometidos a ovariohisterectomía, presentaron diferencias significativas con 






capacidad de eliminación, infiriéndose que la anestesia incrementa la permanencia de la CFL 
en los animales sometidos a cirugía. La penetración de CFL en tejidos es adecuada y similar a 
la de otros trabajos, alcanzando concentraciones en líquido intersticial suficiente para controlar 
infecciones por patógenos extracelulares. Las concentraciones de CFL observadas en la piel, 
tejido subcutáneo, músculo y peritoneo garantizan una buena cobertura antimicrobiana para los 
microorganismos aislados, durante el tiempo promedio de una cirugía convencional. De 
acuerdo al parámetro de eficacia t>CIM (80 %), la eficacia antimicrobiana se mantiene durante 
nueve horas frente a cepas de Staphylococcus spp., responsables de contaminación de 

























Cephalothin (CFL) is a cephalosporin indicated for preoperative prophylaxis in dogs, 
especially in elective surgery where asepsis can be done comprehensively. Current clinical 
recommendations state that the antimicrobial should be administered 30 to 60 minutes before 
the surgical incision, in order to achieve adequate tissue concentrations. Moreover, the surgical 
procedures more than two antimicrobial elimination half-lives are extended, another dose 
should be administered to guarantee bactericidal concentrations in tissues. 
The pharmacokinetic/pharmacodynamic (PK/ PD) to beta-lactams, recommends efficacy 
parameter t>MIC, between 50 and 80% of the dosing interval to achieve adequate antimicrobial 
efficacy. No pharmacokinetic studies of CFL in dogs undergoing surgery consider analysis PK / 
PD and that both anesthesia and the surgical procedure may modify the distribution and / or 
elimination of the antimicrobial. 
The aim of this study was to evaluate the pharmacokinetics of the CFL in dogs 
undergoing ovariohysterectomy (G2) and compared with a control group not subjected to 
ovariohysterectomy (G1); on the other hand determine the MIC of this antimicrobial against 
native strains of Staphylococcus spp. to establish antimicrobial efficacy parameters t>MIC to 
provide a basis regimens. 
Three experimental stages were used. In the first, CFL pharmacokinetics was studied in 
dogs following intravenous administration at single dose of 25 mg / kg; there the concentration-
time CFL in G1 and G2 profiles were compared. Antimicrobial concentrations were measured in 
serum and skin, further for G2, in subcutis, muscle and peritoneum. The second stage was 
carried out based on a pharmacodynamic study dermal Staphylococcus spp. isolates from 
healthy animals and determination of their MIC. Finally, in the third stage calculating PK/PD 
parameters for serum and tissue CFL, with the dosage given in patients undergoing surgical 
procedures it was performed. 
Test microbiological agar diffusion was used to determine concentrations of CFL in all 
samples of the first stage; the limit of quantification was 0.05 mg/ml. The tissue samples were 
processed by homogenized. Non-compartmental pharmacokinetic model for parametric 
analysis, and parametric or non-parametric statistics (ANOVA or Kruskal Wallis respectively) 
with significance level of p <0.05 was used. The computer programs used were PK Solution 2.0, 
SPSS 6.1.3 and Graph Pad Prism 1.0. The bacterial isolates and MIC determination (second 
stage) were performed using standard methodologies (CLSI). For analysis PK/PD, were used 






Results show that the CFL has a concentration-time profile in dogs of the control group 
(G1) similar to other cephalosporins, AUC∞ = 37.68 ± 8.52 μg·h/ml, Vdss = 0.77 ± 0.19 l/kg, Cl 
= 0.73 ± 0.15 l·kg/h, t½λe = 1.22 ± 0.13 h and MRT = 1.06 ± 0.17 h. Moreover, G2 animals had a 
AUC∞ = 53.37 ± 5.23 μg·h/ml, Vdss = 0.65 ± 0.31 l/kg, Cl = 0.47 ± 0.05 l·kg/h, t½λe = 1.60 ± 0.36 
h and TMR = 1.39 ± 0.72 h, showing significant differences (p> 0.05) increase in the elimination 
half-life (t½λe) and area under the curve (AUC), and a decrease in plasma clearance (Cl). 
According to these indicators, the anesthesia affects the kinetic behavior, increasing 
permanence (higher elimination half-life, mean residence time) of the CFL in animals 
undergoing surgery. 
CFL concentrations in subcutaneous tissue, muscle and peritoneum presented their Cmax 
over a range of 0.9 and 1.68 μg/ml after 60 minutes, with a penetration rate (tissue/plasma) 9 % 
for subcutaneous tissue, muscle 6 % and 11 % for peritoneum. Concentrations were similar that 
other studies, reaching values in interstitial fluid enough to control infections by extracellular 
pathogens, although homogenization techniques represent a dilution phenomenon and 
therefore the actual concentrations should be higher than those calculated. In skin samples Cmax 
values of 4.37 and 1.60 μg/ml were found in skin samples for G1 and G2, respectively. 
CFL values MIC50 and MIC90 to wild strains of Staphylococcus spp. from clinically 
healthy animals was 0.06 and 0.25 μg/ml respectively, with prevalence nearly to 73 %. G2 
serum concentrations had values above MIC90, higher than the control group, although they 
required more time to peak concentration in tissues (50 minutes), so for a prophylactic effect 
right should perform administration intravenous at least one hour before surgery. CFL 
administered intravenously exceeded MIC90 values during 2 hours of surgery and remained 
above this cutoff for 9 hours (t>MIC 80 %) after administration. 
In conclusion, CFL (25 mg/kg) has a canine pharmacokinetic behavior, similar to that 
described for other first generation cephalosporins. Animals underwent ovariohysterectomy 
showed significant differences from the control group animals as a result of the reduction in 
disposal capacity, inferring that anesthesia increases the permanence of the CFL in animals 
undergoing surgery. CFL penetration in tissues is adequate and similar to other work, achieving 
concentrations in interstitial fluid sufficient to control infections by extracellular pathogens. CFL 
concentrations observed in the skin, subcutaneous tissue, muscle and peritoneum ensure good 
antimicrobial coverage for microorganisms isolated during the average time of a conventional 
surgery. According to efficacy parameter t> MIC (80 %), the antimicrobial efficacy is maintained 
for nine hours against strains of Staphylococcus spp., responsible for contamination of surgical 

























II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA.  
II.1. Terapéutica antimicrobiana. 
Los agentes infecciosos forman parte de las causas suficientes de muchas 
enfermedades, la mayoría de ellos penetran en el hospedador procedente del ambiente. Los 
animales, como todos los seres vivos, están en continuo contacto con diferentes 
microorganismos ambientales; esta interacción entre el individuo, el agente infeccioso y el 
medio se conoce como la triada epidemiológica (Figura II.1). Cuando estos tres factores se 
mantienen en equilibrio el hospedador generalmente presenta un estado de salud, por el 
contrario si se altera, ya sea porque el agente infeccioso presente una alta virulencia, 
patogenicidad o toxicidad, el hospedador este inmunodeprimido, presente una predisposición 
circunstancial (neoplasias, diabetes, cirrosis, desnutrición, consumo de fármacos 
inmunosupresores, entre otras), o el ambiente posea una carga elevada del agente causal por 
diversos factores (climáticos, topográficos, flora y fauna) que favorezcan su desarrollo o 
impidan su eliminación, se produce la enfermedad (Thrusfield, 2005). 
 
Figura II.1: Triada epidemiológica (Thrusfield, 2005). 
Los antimicrobianos (ATMs), son sustancias químicas utilizadas en el tratamiento de las 
enfermedades infecciosas. El éxito o fracaso de una terapéutica antimicrobiana va a depender 
también de la triada epidemiológica antes mencionada, conformado en este caso por el agente 
causal, el animal y el antimicrobiano seleccionado (Davis et al.,1968). De esta manera, 
variaciones en la inmunidad del animal, cambios en la bacteria que generen resistencia al 
antimicrobiano o disminución de las concentraciones del antimicrobiano a nivel plasmático o 
tisular pondrán en peligro la eficacia del tratamiento o prolongaran la duración del mismo. 
Por otro lado, una serie de actuaciones sobre los individuos, como puede ser un acto 
quirúrgico, puede facilitar la entrada de microorganismos al medio interno del paciente, ya que 
el cirujano al incidir la piel, subcutáneo, músculo y peritoneo; está alterando las barreras de 




defensa naturales del organismo y privando al individuo de ese capacidad para frenar o detener 
las infecciones, permitiendo a diferentes microorganismos patógenos o no, acceder a unas 
condiciones medioambientales más propicias para su desarrollo. 
En el caso concreto de la ovariohisterectomía (OVH) en caninos, al acceder a cavidad 
abdominal, se está permitiendo el ingreso de bacterias “comensales” que conforman la flora 
normal de la piel, Staphylococcus spp. y Streptococcus spp., alojándose en cavidad abdominal 
y tejido subcutáneo. El animal puede desarrollar diversas enfermedades como peritonitis 
infecciosa, abscesos, colecta de líquido en abdomen, celulitis, infección de la herida, 
alteraciónes en la cicatrización, entre otras complicaciones. La medicina preventiva, se basa en 
la realización de un conjunto de actividades sanitarias tendientes a evitar que el animal 
enferme. Un aspecto relevante de esta medicina es el empleo de ATM de forma profiláctica en 
cirugías, que detallaremos en el apartado correspondiente 
II.2 Clasificación de las heridas quirúrgicas y selección del paciente. 
Las recomendaciones actuales para el uso de antimicrobianos profilácticos están 
basadas en el Consejo de Investigación de la Academia Nacional de Ciencias de los EE.UU 
propuesto en 1964, modelo elaborado para clasificar los diferentes tipos de heridas quirúrgicas, 
modificado por Crusie et al., (1980). Posteriormente diferentes Colegios Profesionales como 
ECVS (European College of Veterinary Surgeons); y consensos en guías como Clinical 
Practice Guidelines for Antimicrobial Prophylaxis in Surgery (Berríos Torres et al., 2013), 
Guideline for Prevention of Surgical Site Infection (Mangram et al., 1999); Guidelines for the 
clinical use of antibiotics in the treatment of dogs and cats Swedish Veterinary Association 
2002; y diferentes autores como Cisneros et al., (2002); Rosin E. (2008); Hawn et al., (2013) 
han realizado recomendaciones similares; acerca del uso de los antimicrobianos profilácticos.  
El modelo modificado por Crusier, ha sido desarrollado para personas, motivo por el 
cual se deberían utilizar con cautela en cirugía veterinaria. Dicha clasificación establece niveles 
de riesgo de acuerdo al grado de contaminación de la herida (tabla II.1). En general, se 
recomienda el empleo de antibióticos profilácticos cuando el riego de infección excede el 5 %.  
Tabla II.1: Clasificación de las heridas quirúrgicas basadas en la posibilidad de contaminación 
bacteriana y la asociación con el riesgo de infección (Martínez et al., 2006). 
Clasificación Criterio Riego (%) 
Limpia  Programada. 
No traumática. 
Cierre primario. 
Sin inflamación previa.  
Técnicas asépticas. 
Sin incidir tracto genitourinario, respiratorio digestivo y 
Menor al 5 % 




conductos biliares.  
Limpio 
contaminado  
Cirugía de emergencia.  
Incidiendo tractos, pero con la menor contaminación posible. 
Técnicas asépticas no controladas. 
5 - 10 % 
Contaminado  Sin tejidos purulentos. 
Derrames de contenido gastrointestinal. 
Derrame de orina y/o bilis. 
Técnicas asépticas no controladas. 
Cirugías mayores a 4 h. 
Heridas crónicas. 
10-20 % 
Sucias  Abscesos y/o heridas purulentas. 
Derrames de contenido gastrointestinal, urinario y/o bilis.  
Cirugías mayores a 4 h. 
Mayor al 20 % 
 
Algunos autores (Holmberg, 1985; Vasseur et al., 1985; Klein, 1988; MacDonald et al., 
1994; Brown et al., 1997) afirman que los antimicrobianos no son necesarios en heridas 
limpias, cirugías programadas, de corta duración y que no involucran la apertura de ningún 
tracto (principalmente digestivo y genitourinario). Sin embargo, este concepto es controvertido 
puesto que existen varios estudios (Haven et al., 1992; Brown et al., 1997) que demuestran las 
ventajas de su utilización; sobre todo cuando existe la posibilidad de que el animal presente 
enfermedades endócrinas, problemas inmunológicos o la presencia de estrés posterior al 
procedimiento (Martínez et al., 2006). 
El riesgo de infección post quirúrgico depende básicamente de la práctica empleada y la 
clasificación de la herida. La mayoría de las infecciones en la herida son por contaminación 
desde la piel o endógena, produciéndose por bacterias del propio paciente (bacterias ubicadas 
en tubo digestivo, aparato genito-urinario, entre otros). Existe una menor proporción de casos 
de contaminación exógena, causadas por el médico actuante, aire ambiental y material 
quirúrgico (Ávila Lemus, 2004). En cirugías programadas, como por ejemplo la 
ovariohisterectomía, donde la técnica quirúrgica no involucra peligro de perforación de vísceras 
y la limpieza prequirúrgica puede realizarse de manera exhaustiva, los riesgos de infección son 
menores que otras prácticas quirúrgicas. No obstante existe un riesgo posterior a la 
intervención, como la falta del cierre de la herida quirúrgica por inflamación, suturas 
inadecuadas o extracción de puntos por parte del animal, que originaría un gran número de 
infecciones. 
Las infecciones se pueden clasificar en superficiales, si afectan piel y subcutáneo, y 
profundas si afectan a músculo y órganos internos (figura II.2). Las infecciones profundas son 
ocasionadas principalmente por bacterias que ingresan durante el procedimiento quirúrgico. El 




5-6 % de las infecciones superficiales o en el sitio de incisión (ISS) son a causa de heridas 
limpias y asciende a un 18 % las causadas por heridas sucias. Tanto las infecciones 
superficiales como las profundas, tienen un bajo índice de mortalidad, pero producen retraso en 
la recuperación, mayor tiempo de hospitalización y en muchos casos cirugías correctivas 
(colocación de drenajes, lavado peritoneal, reavivar bordes de sutura, entre otros) (Meakin et 
al., 2013) lo que se traduce finalmente en mayores costos. 
 
Figura II.2: Clasificación de las infecciones según profundidad o tejidos que afectan (Mangram 
et al., 1999).  
II.2.1 Factores de riesgo, para el desarrollo bacteriano en la incisión quirúrgica. 
 Todas las heridas quirúrgicas se consideran contaminadas en cierto modo. Sin 
embargo, la infección en el sitio quirúrgico es la excepción y no la regla. El desarrollo de la 
infección es el resultado de la interacción entre la naturaleza y la extensión de la contaminación 
microbiana, la virulencia del microorganismo, la integridad de la defensas naturales y 
adaptativas del hospedador; junto a los factores propios de la cirugía (Martínez et al., 2006). 
Diferentes estudios han intentado identificar los factores de riesgo que pueden influir en 
el porcentaje de infección postquirúrgica en medicina veterinaria. Los datos epidemiológicos 
recabados por Nicholson (2002), muestran un mayor riesgo de infección en machos y en 
pacientes con disfunción endocrinológica. Por otro lado, la duración de la cirugía y anestesia 
del paciente, también fueron establecidos como un factor de riesgo en perros y gatos. El 
estudio epidemiológico retrospectivo llevado a cabo por Nicholson (2002) en 1255 perros, 
demostró un riesgo de infección dos veces mayor en perros sometidos a 90 minutos de cirugía, 
en relación a los que el procedimiento habia durado 60 minutos. Este porcentaje se duplicó por 
cada hora extra de cirugía. También se evidenció que el cierre quirúrgico de piel con grapas, 
aumentó el riego de infección postquirúrgica. Los principales patógenos aislados en 
ovariohisterectomias, laparotomías exploratorias, entre otras intervenciones abdominales, son 
el Staphylococcus aureus multiresistente y la Escherichia Coli spp. (E.coli). 




En medicina humana, muchos estudios consideran un riesgo, la edad avanzada, 
pacientes con obesidad, inflamaciones crónicas, el uso de corticoides, el uso de electrobisturí o 
cauterizadores, el uso de hilos de sutura trenzados o multifilamento y diversas enfermedades 
severas que comprometan las defensas del paciente (Martínez et al., 2006). 
II.3. Utilización de antimicrobianos de manera profiláctica.  
El uso de antimicrobianos profilácticos para reducir la incidencia de infecciones en                                                                              
el acto quirúrgico ha sido tema de discusión durante años en el área de cirugía. La mayoría de 
los estudios que abordan esta temática son realizados en medicina humana y es relativamente 
escasa la información existente en medicina veterinaria.  
El uso de antimicrobianos no reemplaza las técnicas de asepsia y la adhesión a los 
principios quirúrgicos adecuados, tales como la minimización del trauma y la hemorragia, el uso 
del instrumental adecuado, la selección cautelosa de los implantes y materiales de sutura, 
desbridamiento de los tejidos desvitalizados y minimización de los espacios muertos. La 
administración de un antibiótico de manera preventiva otorga numerables ventajas para el 
paciente y el clínico actuante, una rápida recuperación, menos días de internación, menores 
costos y riesgos. Aunque también este beneficio del uso profiláctico sin restricciones de los 
agentes antimicrobianos puede resultar en un aumento del crecimiento bacteriano, desarrollo 
de microorganismos resistentes, aumento del costo de la hospitalización, y una mayor 
incidencia de efectos adversos para el paciente. Por lo tanto, se deben seguir de manera 
estricta los principios básicos en la utilización óptima de los antimicrobianos peri-operatorios.  
La selección del fármaco, momento de administración, duración del antimicrobiano 
profiláctico, intraquirúrgico y postquirúrgico, dosis y vía a administrar; deben producir el menor 
impacto posible sobre la flora bacteriana normal (saprofita o comensal) del paciente, la 
ecología microbiológica del hospital veterinario, los menores efectos adversos y costos.  
Selección del antimicrobiano.  
Para seleccionar el antimicrobiano adecuado, se debe conocer las bacterias que 
comúnmente contaminan la herida quirúrgica, así como las características propias del 
antibiótico (características farmacocinéticas y farmacodinámicas) y el estado general del 
paciente. La utilización de antimicrobianos de amplio espectro debe ser reducida, para evitar la 
aparición de microorganismos resistentes (tabla II.2). En caninos y felinos, así como en 
pacientes humanos, las cefalosporinas son la familia de fármacos ATMs más utilizados de 
manera profiláctica, activos frente a la mayoría de los patógenos contaminantes de heridas 
quirúrgicas, de costo reducido y con efectos colaterales no muy marcados (Martínez et al., 
2006). 




La mayoría de los β-lactámicos son fármacos seguros, característica importante en 
cirugía, ya que su administración se realiza generalmente cuando el animal está bajo los 
efectos de la anestesia (periodo de inducción, 30 minutos antes de la incisión quirúrgica). Esta 
condición puede afectar la farmacocinética normal del antimicrobiano y aumentar los efectos 
adversos de los mismos (Maddison et al., 2008). Los principales efectos adversos observados 
luego de la administración de antimicrobianos en personas anestesiadas, no son los 
usualmente observados en administraciones continuas como alergias, discrasias sanguíneas, 
fenómenos nefro y ototóxicos; son más inusuales como la depresión respiratoria y circulatoria. 
El paciente anestesiado, posee una respuesta diferente a ciertos fármacos con respecto al que 
no es sometido a una cirugía y anestesia. Los fármacos utilizados para anestesiar pueden 
interactuar con el antimicrobiano y los cambios hemodinámicos típicos hacen variar su 
farmacocinética como nombramos anteriormente (Pittinger et al., 1959).  
La cefazolina es uno de los ATMs más utilizados de la familia de las cefalosporinas, sin 
embargo, se ha reportado shock anafiláctico, disnea, edema de glotis, hipotensión arterial y 
paro cardíaco para este fármaco (Orta et al., 2012). La amoxicilina, de la familia de los β-
lactámicos, es utilizada también en personas como antimicrobiano profiláctico. Se ha reportado 
varios casos de insuficiencia renal aguda inducida luego de la administración de amoxicilina 
periquirúrgica, por producir hipotensión y formación de cristales en orina; efectos adversos no 
documentados con tanta regularidad en pacientes no sometidos a anestesia (Fritz et al., 2003).  
Tabla II.2: Principios para un tratamiento antimicrobiano profiláctico exitoso y desventajas del 
uso de los mismos. (Maddison et al., 2008). 
PRINCIPIOS BASICOS  
 La medicación debe ser específicamente orientada a los posibles patógenos 
contaminantes de la herida quirúrgica. 
 El antimicrobiano seleccionado no debe generar resistencia microbiana y debe ser 
efectivo contra el microorganismo problema. 
 La duración del tratamiento debe ser el menor posible. 
 La dosis utilizada debe ser similar o igual a la dosis terapéutica. 
DESVENTAJAS DEL USO DE UN ANTIMICROBIANO PROFILACTICO 
  La toxicidad.  




Tiempo y duración de los antimicrobianos profilácticos. 
El objetivo de la profilaxis antimicrobiana es lograr concentraciones séricas y en los 
tejidos por encima de la concentración inhibitoria mínima (MIC) durante el tiempo que dure la 
cirugía. La administración del antimicrobiano debe ser relativamente próxima a la realización de 
la incisión quirúrgica, siendo recomendable al menos 30 minutos antes de la misma (Wing 
Hong et al., 2009; Martínez et al., 2006) y no superar los 60 minutos previos, para alcanzar las 




concentraciones adecuadas en el sitio de la incisión, momento en el cual se corre el mayor 
riego de una posible contaminación. Estos tiempos prefijados pueden variar entre 
antimicrobianos, ya que dependen mucho de la farmacocinética de cada fármaco, por ejemplo 
la vancomicina y las floruroquinolonas a diferencia de la mayoría deben aplicarse 120 minutos 
antes de la incisión. Por otro lado la administración de antimicrobianos de forma profiláctica, 
debe repetirse durante la cirugía si el tiempo de apertura quirúrgica supera dos semividas del 
fármaco para los β-lactámicos. En 1961 Burke demostró mediante un estudio experimental la 
imposibilidad de diferenciar heridas contaminadas con Staphylococcus aureus de heridas 
“limpias” (sin infección), si se les administraba antes de realizar la incisión profilácticamente 
una dosis de antibiótico. Y en el caso de administrarse dentro de las 3 horas posteriores a la 
cirugía, solo se reducía la severidad de la infección.  
Se han realizado múltiples estudios en medicina humana (Stone et al., 1976; Classen et 
al., 1992; McDonald et al., 1998), que demuestran que la administración del antimicrobiano 
posterior a la cirugía no disminuye los riesgos de infecciones postquirúrgicas, como 
mencionamos anteriormente, solo reduce la severidad de la infección de la contaminación 
producida durante el procedimiento (tabla II.3). En medicina veterinaria, los riesgos de infección 
son elevados en comparación a lo que sucede en humana (trabajando generalmente con 
heridas limpias-contaminadas o sucias), y la utilización de antimicrobianos profilácticos 
muestran notables ventajas en la recuperación del paciente.  
Tabla II.3: Relación temporal entre la administración profiláctica de antimicrobianos el riesgo de 












(95% IC) Ŧ  
Temprana 369 14 (± 3,8) 6,7 (2,9 – 14,7) 4,3 (1,8 – 10,4) 
Preoperatoria 1708 10 (± 0,59) 1,0 - 
Peri operatoria 282 4 (± 1,4) 2,4 (0,9 – 7,9) 2,1 (0,6 - 7,4) 
Postoperatoria 488 16 (± 3,3) 5,8 (2,6 – 12,3) 5,8 (2,4 – 13,8) 
Total 2847 - - - 
*Para la administración de ATM, “temprana” denota de >2 a 24 h, “preoperatoria” de 0 a 2 h 
previo a la incisión, “peri operatoria” desde la incisión hasta las 3 h y “postoperatoria” 3 h 
después de la incisión. Ŧ Determinado por regresión logarítmica. 
 La base de datos Nacional de Prevención Quirúrgica de Infecciones, recomienda 
interrumpir el tratamiento antimicrobiano posterior a las 24 h de realizada la cirugía. Esta guía 
de medicina humana, puede ser utilizada en veterinaria también, para cirugías limpias y donde 
los riesgos de infección son mínimos. La administración de antibióticos en cirugías limpias- 
contaminadas o sucias, donde los riesgos de contaminación son elevados, la administración 




del mismo deberá ser prolongada luego de la intervención con fines terapéuticos asumiendo la 
contaminación de la herida (Martínez et al., 2006).    
 Concretamente en el caso de la cefalotina, su semivida en perros es de una hora, por 
tanto si la cirugía se prolonga más de dos horas se requeriría aplicar una segunda dosis del 
fármaco (Martínez et al., 2006). Su utilización posterior, dependerá de la clasificación de la 
herida y al procedimiento quirúrgico realizado. 
Dosis del antimicrobiano profiláctico 
No existen datos precisos en medicina veterinaria de la dosis de antimicrobianos usados 
de forma profiláctica en cirugía, la mayoría son extrapolados de estudios en medicina humana 
o se utiliza la dosis terapéutica para el fármaco en cuestión. El antibiótico debe administrarse 
de acuerdo al peso del animal, dosis efectiva del mismo; en donde se obtenga los niveles 
séricos y tisulares adecuados para estar por encima de la CIM durante todo el procedimiento 
quirúrgico sin llegar a los niveles tóxicos.  
En pediatría de manera profiláctica se utilizan 50 mg/kg para ampicilina y ampicilina 
sulbactam; Cefuroxime y Cefotaxime 50 mg/kg, Cefoxitin y Cefotetan 40 mg/kg, Ceftriaxone 50 
a 75 mg/kg (Berríos Torres et al., 2013). Para la cefazolina, también en medicina humana, se 
recomienda una dosis de 20 a 30 mg/kg endovenosos, administradas en un periodo de 3 a 5 
minutos; y se repite la dosis si la cirugía perdura más de dos horas. Los pacientes son 
evaluados minuciosamente previos a la cirugía tratando de descartar posibles patologías que 
puedan modificar la cinética de los fármacos; como en el caso la disfunción renal donde es 
necesario ajustar el tratamiento a ese paciente, ya que la semivida de la droga se verá 
aumentada (Bratzler et al., 2004).    
II.4. Características Farmacocinéticas y Farmacodinámicas de los 
antimicrobianos. 
II.4.1. Factores que afectan la farmacocinética de los antimicrobianos.  
Para  que el fármaco ejerza su acción es necesario que alcance el lugar de acción en 
unas concentraciones determinadas y durante un cierto tiempo, y eso depende de las 
características farmacocinéticas del fármaco en una especie animal concreta. Pero hay una 
serie de factores que pueden alterar el comportamiento considerado como normal de ese 
fármaco en esa especie.  
La absorción, distribución, metabolismo y excreción de los fármacos, son afectados por 
numerosos factores. Principalmente estos cambios tienen que ver con las particularidades de 
las propias moléculas; tales como el grado de ionización pKa/pH, el tamaño/peso molecular, y 
la liposolubilidad del mismo. Las características del animal también harán variar la 




farmacocinética del ATM; principalmente la distribución, metabolismo y excreción (Riviere et al., 
2009). Cada especie presenta particularidades anatomo-fisiológicas que afectan la 
biodisponibilidad de los fármacos. Cuanto más alejadas se encuentren las especies, desde un 
punto de vista filogenético, mayores diferencias farmacocinéticas se observaran entre las 
mismas. Es así que hay pronunciadas disimilitudes entre aves y mamíferos, entre carnívoros y 
herbívoros, o entre rumiantes y no rumiantes. Históricamente se han extrapolado regímenes 
terapéuticos de forma meramente empíricas de una especie a otra, cuando no se disponía de 
los conocimientos necesarios en una de ellas pero sí en la otra. Para el caso de ATMs, y 
considerando su baja toxicidad general, esta metodología se ha empleado sistemáticamente. 
No obstante esta práctica no está exenta de riesgos, entre los que cabe destacar fallos 
terapéuticos, aumento de efectos adversos o resistencia bacteriana.  
Otros factores predisponentes que influyen sobre los aspectos farmacocinéticos 
incluyen, los estados patológicos (principalmente alteraciones a nivel hepático o renal por 
afectarlos sistemas de eliminación) y fisiológicos (edad, gestación, lactancia, grado de 
engrasamiento). La eliminación de antimicrobianos como los β lactámicos, puede reducirse 
significativamente en casos de insuficiencia renal, generando concentraciones plasmáticas más 
elevadas que, dependiendo el fármaco en cuestión puede dar origen a toxicidad. Por tanto la 
dosificación de estos fármacos debe ajustarse en forma proporcional a la función renal, 
basándose en indicadores de la misma, como pueden ser el nivel de creatinina (Lipman et al., 
2003; Beltran C., 2004). Los antimicrobianos de eliminación hepática deben ajustarse de 
acuerdo a la disfunción hepática; sin embargo, el aclaramiento plasmático de los fármacos en 
casos de insuficiencia hepática es más difícil de estimar (Beltran C., 2004).  
Cambios fisiológicos como la edad, producen alteraciones en la farmacocinética 
“normal” (generalmente estudiada en animales adultos). La maduración de los órganos ocurre 
de forma paulatina desde el nacimiento; esto implica que los procesos farmacocinéticos 
también experimentan maduración, y hasta que se normalizan o alcanzan los valores del adulto 
transcurre un período de tiempo que varía para cada proceso en particular. No obstante, en la 
vejez, la funcionalidad de estos sistemas orgánicos sufre una apreciable disminución. Debido a 
que los neonatos presentan una menor cantidad de proteínas plasmáticas que los adultos, el 
grado de unión está condicionado por la edad del animal. En general, el tejido adiposo y la 
masa muscular son sustancialmente más escasos en animales jóvenes que en animales 
maduros. Como consecuencia de la mayor afinidad de los fármacos liposolubles por el tejido 
adiposo, se podría predecir que la carencia de estos depósitos en los neonatos limitaría la 
captación de dichos fármacos y por tanto se generaría una disminución de su efecto (Baggot, 
2001). En lo referente a la biotransformación, el grado de desarrollo de las vías metabólicas al 
nacimiento es diferente para cada una de ellas; así la actividad oxidativa del sistema 
microsomal citocromo P-450 al igual que las reacciones de glucuronoconjugación están poco 
desarrolladas en neonatos, en tanto que la capacidad de acetilación y conjugación con sulfatos 




y glicina en el recién nacido es similar a la de los adultos (Nouws, 1992). La funcionalidad renal 
es incompleta en la mayoría de los animales al momento del nacimiento. En caninos, parece 
ser completa en la segunda semana de vida (Baggot, 2001).  
La gestación produce también cambios farmacocinéticos, en la absorción, distribución, 
metabolismo e eliminación de los fármacos. Durante este estado fisiológico, el vaciado gástrico 
como la motilidad intestinal se encuentran reducidos a causa de las altas concentraciones de 
progesterona, pudiendo reducir y prolongar la absorción de fármacos que se administren por 
vía oral. A su vez, se genera un aumento en el pH gástrico debido a una reducción en la 
secreción de hidrogeniones y un aumento en la producción de mucus, pudiendo verse afectada 
de esta manera la absorción de fármacos ácidos. El aumento del volumen intravascular así 
como del agua y de la grasa corporal que ocurre durante la preñez puede crear un mayor 
espacio en el que se distribuyan tanto los fármacos hidrosolubles como liposolubles, pudiendo 
conducir a un aumento en el volumen de distribución y a una disminución en las 
concentraciones plasmáticas de los mismos. Por otra parte la albúmina y otras proteínas del 
plasma se encuentran disminuidas durante la preñez, aspecto a tener en cuenta debido a que 
puede conducir a un aumento en el porcentaje de fármaco libre, con el consiguiente aumento 
en el efecto terapéutico o tóxico. Durante la gestación se produce un aumento en la síntesis de 
algunas enzimas hepáticas del complejo citocromo P-450 y en el flujo sanguíneo renal de hasta 
un 80 %; esto podría aumentar la cantidad y velocidad de eliminación de los fármacos que 
utilicen cualquiera de estas vías. La concentración y vida media de los β-lactámicos a 
excepción de la ampicilina, no son alterados generalmente durante la gestación. Si existen 
cambios en la eliminación, la cual se ve aumentada en este estado fisiológico, con la 
consecuente disminución de las concentraciones en sangre. Los grupos de primera y segunda 
generación de β-lactámicos, como la cefazolina, cefapirina y cefuroxima; poseen un aumento 
en la eliminación muy marcado, implicando un aumento de dosis y cambios en sus intervalos 
de dosificación (Dawes y Chowienczyk, 2001).  
Por otro lado, el grado de engrasamiento u obesidad, modifican la farmacocinética de 
los antimicrobianos. Un estudio de casos y controles realizado por Hites et al., (2013) en 858 
personas, mostro diferencias significativas entre obesos y no obesos, en la monitorización 
farmacocinética de los β-lactámicos. Los pacientes con un grado mayor de engrasamiento, 
poseían elevadas variaciones en las concentraciones sanguíneas (entre 50 a 90 % de variación 
entre pacientes). La administración de regímenes y dosis terapéuticas resulto insuficiente en el 
32 % de los casos; y el 25 % resulto sobre dosificado (Hites et al., 2013). 
II.4.2. Factores que modifican la Farmacodinámia de los antimicrobianos.  
El tiempo de exposición al fármaco nos diferencia dos grupos de antimicrobianos, los 
ATMs tiempo dependiente y los ATMs concentración dependiente. A los ATMs que responden 




mejor cuanto mayor sea su concentración en el lugar donde asienta el foco de bacterias 
sensibles, se los denominan concentración dependiente. Grupo conformado por los 
aminoglucósidos, fluoroquinolonas y el metronidazol (Craig, 1998). Otros ATMs en cambio, 
tienen poca relación con el incremento de sus concentraciones para el efecto antibacteriano, 
siendo el factor decisivo el tiempo en que sus concentraciones plasmáticas (o en el lugar de 
acción) permanecen por encima de los valores de CIM para ese patógeno; a estos ATMs se los 
denomina tiempo dependiente. Su máxima eficacia se alcanza a concentraciones bajas 
(normalmente 2 a 4 veces por sobre la CIM), y que paradójicamente un incremento (excesivo) 
en las mismas no solo no aumenta la velocidad bactericida sino que a veces la disminuye. 
Dentro de este grupo se encuentran a las penicilinas, cefalosporinas, fenicoles, macrólidos, 
lincosaminas y tetraciclinas (Craig, 1998). Estos conceptos de concentración dependiente o 
tiempo dependiente, se utilizan para poder establecer los regímenes o esquemas posológicos y 
garantizar así el éxito terapéutico.  
Por otro lado y con relación a su farmacodinámia, a diferencia de otros fármacos, los 
ATMs mantienen una vinculación directa o son dependientes del patógeno actuante, no así con 
el hospedador del que desde el punto de vista dinámico son independientes. Por esta razón no 
se presentan problemas a la hora de realizar una extrapolación, si lo que consideramos son las 
concentraciones plasmáticas o tisulares alcanzadas en ese animal, y que son las necesarias 
para afectar a ese patógeno. A diferencia de la extrapolación de dosis (del ATM en una especie 
concreta), como acabamos de comentar, va a estar muy relacionada con el tipo de hospedador 
y su farmacocinética (Riviere et al., 2009).  
Un parámetro relevante con respecto a la farmacodinámia es la concentración efectiva 
media (CE50), esta es la concentración del ATM que provoca una respuesta intermedia (50 %) 
ubicada entre la concentración basal y máxima de ese fármaco; siendo la respuesta basal el 
control negativo o sin respuesta apreciable; y la máxima en relación a la mayor actividad 
intrínseca del fármaco obtenida experimentalmente. La concentración máxima, guarda una 
estrecha relación con la CIM90 (Concentración inhibitoria mínima, parámetro descripto a 
continuación) parámetro dinámico; a diferencia de la dosis efectiva media (DE50) conocida 
como la dosis necesaria para producir un efecto farmacológico en el 50% de la población que 
recibió el ATM. Tradicionalmente la potencia se relaciona con la DE50, en este sentido interesa 
destacar que la relación dosis-efecto implica ambos componentes de FC y FD, mientras que la 
relación concentración-efecto sólo implica el componente farmacodinámico (Mendoza Patiño et 
al., 2008).  
El efecto máximo alcanzado por un fármaco se denomina Emax, por mucho que se 
incremente la concentración del fármaco la respuesta no va a ser mayor (sí en cambio  pueden 
aparecer efectos adversos), sobre la base de lo anteriormente expuesto se define el efecto de 
un fármaco mediante la siguiente fórmula:  




E = CE max / CE 50+C  
Donde la C es concentración, CE50 es la concentración que produce el 50% de la 
máxima respuesta, y CEmax es la concentración que produce el máximo efecto. El resultado de 
este modelo es una curva sigmoide, donde se puede observar una relación hiperbólica entre la 
concentración del fármaco (dosis) y la respuesta (efecto). 
II.4.2.1.Concentración inhibitoria mínima y concentración bactericida mínima. 
El estudio in vitro de la actividad antimicrobiana, se realiza mediante la determinación 
de la concentración inhibitoria mínima y la concentración bactericida mínima. La capacidad del 
ATM para matar o inhibir el crecimiento de una determinada cepa bacteriana, como 
nombramos anteriormente, se relaciona principalmente con la FD y el estado inmunológico del 
animal. El parámetro farmacodinámico que mide la mínima concentración de ATM que inhibe el 
crecimiento visible de bacterias, se denomina concentración inhibitoria mínima (CIM). Este 
parámetro proporciona información de la eficacia acumulativa de una concentración constante 
de ATM que actúa sobre un inóculo cuya densidad bacteriana está preestablecida. 
Normalmente 105 unidades formadoras de colonias por mililitro (UFC/ml), es expuesta a 
concentraciones fijas de diluciones 1:2 de ATM a 36 - 37ºC durante 18 a 20 horas. Esta prueba 
diagnóstica, es considerada “gold estándar” prueba de oro o de referencia y se utiliza para 
comparar o juzgar otras técnicas diagnósticas de susceptibilidad de los microorganismos a los 
ATMs (Andrews, 2001; McKellar et al., 2004). Siendo la CIM50 la concentración mínima de 
ATMs que inhibe el 50% de la población bacteriana; y la CIM90 la que inhibe el 90% de la 
población bacteriana. La concentración bactericida mínima (CBM), es la concentración mínima 
ATMs que produce la lisis bacteriana en un 99,9% de la población (Levison et al., 2009).  
Ambos métodos in vitro se realizan en medios bajos en proteínas, aeróbicos y con pH 
de 7,2. Las condiciones in vivo son en muchas ocasiones, con toda probabilidad, diferentes a 
las mencionadas in vitro, y en el sitio de infección, frecuéntenme se encuentran en un medio 
ácido, anaeróbico y con mayor porcentaje proteico. Por otro lado, tanto la CIM como la CBM, 
son realizados en concentraciones estándar de 105 UFC/ml en su fase exponencial de 
crecimiento, que no necesariamente corresponde a la concentración y fase de crecimiento del 
sitio de infección. Por último las fluctuaciones en las concentraciones de ATMs en el lugar 
diana, son dependientes de la farmacocinética del mismo y no permanecen constantes durante 
12 h (Levison et al., 2009). Esta prueba solo estima lo que sucede en el organismo. 
II.4.2.2. Puntos de corte.  
Tradicionalmente se ha utilizado a la CIM como el umbral o punto límite, mostrando que 
patógeno responde satisfactoriamente ante un tratamiento ATM específico. Sin embargo, la 
utilización de la CIM como punto de corte se ha convertido en un valor controvertido, debido a 




las diferencias observadas in vitro / in vivo; demanda el remplazo de la utilización de este 
parámetro de manera aislada (Bywater et al., 2006). 
El Clinical and Laboratory Standards Institute (CLSI) y European Committe on 
Antimicrobial Suceptibility Testing (EUCAST), diferencian la resistencia bacteriana asociada a 
los puntos de cortes clínicos y la resistencia microbiológica asociada a los puntos de corte 
epidemiológicos (Figura II.3).  
 
Figura II.3: Bases para los puntos de corte clínicos CLSI y epidemiológicos EUCAST. 
 
Para los puntos de corte clínicos, ambos organismos, dividen a la cepa bacteriana en 
tres categorías: susceptible, intermedio y resistente. Un microorganismo clínicamente 
susceptible es aquel sensible al ATM y por ende está asociado al éxito terapéutico. Es 
clínicamente Intermedio, aquel microorganismo que ante una exposición al ATM, su efecto 
terapéutico no es tan marcado o es incierto; estos antibióticos frente a esos microorganismos 
son útiles cuando se pueden administrar a dosis máximas o la farmacocinética del ATM permite 
alcanzar altas concentraciones en el punto de infección. Resistente, es aquel microorganismo 
que al ser expuesto al ATM no se ve afectado por él (no genera la muerte del mismo o una 
inhibición importante de su crecimiento) y por tanto no se obtiene una evolución favorable del 
proceso infeccioso, con el consiguiente fallo terapéutico evidente. Para la realización del 
estudio clínico se requiere previamente la categorización fenotípica de la bacteria (Silley, 2012).  
Los parámetros utilizados para determinar un punto de corte clínico, se basan en la CIM 
del ATM estudiado para un patógeno determinado y la concentración del ATM en el sitio de 
infección; de esto dependerá la recomendación posológica del fármaco en cuestión. En 
general, la información de los niveles de ATMs en tejidos es escasa o desconocida así como 
los cambios que pueden sufrir estos niveles en un animal enfermo. Por estas razones, los 
niveles séricos basados en estudios farmacocinéticos del fármaco en estudio, son utilizados 
como la base de las concentraciones tisulares. Para el cálculo del punto de corte la Sociedad 
Británica para la Terapia Antimicrobial (BSAC), utiliza la siguiente fórmula: 
Punto de Corte=  
  
et 
 f x s 
Cmax 




Donde la Cmax: es la máxima concentración del fármaco en sangre a un tiempo 
determinado (en general 1 hora posterior a la dosis); e: factor que toma en cuenta la Cmax, y 
como ésta debe exceder la CIM, (El factor e=4 es muy utilizado), pero aquellos fármacos que 
alcanzan altas concentraciones en tejidos, puede utilizarse un valor menor a 4. f: factor que 
toma en cuenta la unión a proteínas plasmáticas. Para fármacos que se unen <70%, el valor de 
f se considera 1; para los ATMs que se unen entre 70-90%, f = 0,5; y para los que se unen 
>90%, f= 0,2. Por último, t: factor (normalmente t=1) que representa la semi vida del fármaco, 
afectado por la eliminación sérica. Para los fármacos que poseen una semivida <1 hora, t= 2, si 
su semivida es de 1 a 3 horas, t= 1 y para los ATMs con una semi vida >3 horas, t = 0,5; 
(MacGowan et al., 2001).  
Los puntos de corte epidemiológicos son aquellos que están determinados por la CIM 
del ATM para esa especie bacteriana. El estudio de la CIM poblacional de una especie 
bacteriana, muestra una campana de Gauss típica en escala logarítmica que conforma la 
población normal, estas cepas bacterianas se las denomina cepas no salvajes o “non-wild 
type”. En muchos casos se ha observado cepas bacterianas que se separan de la población 
normal, se las denomina cepas salvajes o “Wild type”. Estas cepas bacterianas, son en general 
microorganismos que adquirieron un mecanismo de resistencia o mutación para el ATM al que 
fueron expuestos (Silley, 2012). Cepas bacterianas con el mismo y único mecanismo de 
resistencia, también poseen una distribución logarítmica normal separados de la población sin 
resistencia, mostrando una distribución bimodal (Turnidge et al., 2007). Los puntos de corte 
epidemiológicos generalmente (no siempre) se establecen por debajo de los puntos de corte 
clínicos. Sin embargo, los cortes fijados mediante criterios clínicos, suelen fallar en la 
identificación de la emergencia de cepas bacterianas resistentes; pero son los mejores 
predictores de la eficacia clínica (Bywater et al., 2006).  
 
Figura II.4: Escherichia Coli vs Ciprofloxacina. Distribución de los microorganismos salvajes y 
resistentes de acuerdo a la CIM, donde se marcan los puntos de corte clínico y epidemiológico 
(EUCAST, 2015).  





Figura II.5: Guía para la lectura de la tablas de punto de corte (EUCAST, 2015). 
 
 
Figura II.6: Puntos de corte epidemiológicos para Staphtlococcus spp. vs Cefalosporinas 
(EUCAST, 2015).  
 
Existe un constante aumento en el mercado de diferentes ATMs de la misma familia o 
ATMs con mecanismos de acción similares, pero solo algunos son seleccionados por los 
laboratorios para ser probados. El uso de un agente ATM en representación de la familia 
completa, genera constantemente problemas. Para evitar sobrestimar el accionar de una 
familia de ATM, se selecciona el ATM menos activo de toda la familia para ser evaluado, de 
esta manera se incrementan los “falsos resistentes” para los ATMs con mayor actividad de la 
familia; generando un menor riesgo clínico (MacGowan et al., 2001).  




Para los fármacos tiempo-dependientes, es importante que la concentración de ATM 
libre en suero, supere la CIM para ese patógeno durante un 40 a 50 % del intervalo entre dosis. 
Si el patógeno en estudio posee una CIM por debajo del punto de corte, ese ATM será útil en la 
clínica para el tratamiento o prevención de su desarrollo (Levison et al., 2009).  
II.4.3. La integración farmacocinética y farmacodinámica (FC/FD).  
La estrategia óptima para la administración de un ATM es aquella que comprende la 
dosis total más baja que más rápida y eficazmente inhabilita los patógenos blanco, mientras 
minimiza el riesgo de seleccionar resistencia antimicrobiana o de causar toxicidad asociada al 
antimicrobiano.  
Se han formulado marcadores subrogados específicos que integran el comportamiento 
farmacocinético del antimicrobiano en la especie animal blanco con su efecto farmacodinámico 
en el patógeno blanco, a fin de colaborar con la optimización de las estrategias de 
administración de estos fármacos. Estos marcadores no solo permiten la determinación de la 
cantidad absoluta de ATM necesaria, sino también la optimización de su entrega temporal 
(McKellar y Boggio, 2007). 
La farmacocinética de un fármaco describe la forma en la que es manejado por el 
animal huésped que lo recibe, incluyendo su absorción, distribución y eliminación. Dado que el 
impacto del fármaco depende de la concentración que logra en el locus del patógeno blanco y 
del tiempo de exposición de este a una concentración efectiva, las variables farmacocinéticas 
que describen la concentración y el tiempo son particularmente importantes en las relaciones 
FC/FD. Aquellas que tienen mayor utilidad incluyen la concentración plasmática máxima (Cmax), 
el área bajo la curva de concentración plasmática vs el tiempo de 0 a 24 h (ABC 0-24) y el tiempo 
(t) durante el cual las concentraciones en el plasma permanecen por sobre concentraciones 
definidas (por la farmacodinámia). Se puede anticipar que las concentraciones en los tejidos en 
los cuales residen las bacterias serían más adecuadas que las concentraciones en plasma. Sin 
embargo, la penetración en el líquido extravascular generalmente es completa, y las 
concentraciones plasmáticas proveen un reflejo exacto de las concentraciones tisulares y han 
demostrado ser el mejor predictor de éxito clínico, aún para las infecciones tisulares (McKellar y 
Boggio, 2007).  
El factor farmacodinámico más importante para determinar la actividad antimicrobiana 
es la sensibilidad absoluta. Esta se evalúa con frecuencia in vitro y se describe como la CIM 
(parámetro mencionado anteriormente). Las diferencias observadas in vitro con respecto al 
animal hacen la selección bacteriana resistente casi inevitable (McKellar y Boggio, 2007). A 
diferencia de otros fármacos, los ATMs son dependientes del patógeno actuante e 
independientes del hospedador; por ende no presenta problemas a la hora de realizar una 
extrapolación de las concentraciones plasmáticas o tisulares necesarias para afectar a ese 
patógeno (Riviere et al., 2009).  




La relación FC/FD correlaciona la concentración sanguínea, la concentración del ATM 
en el sitio de infección y el desarrollo de microorganismos en el hospedador. La asociación del 
hospedador/fármaco/microorganismo provee un acercamiento para estimar la dosis y los 
regímenes de administración. De todas maneras, este parámetro o asociación, no puede 
predecir la efectividad del tratamiento terapéutico. Hay una gran cantidad de factores in vivo, 
que hacen variar esta efectividad, como la inflamación, la formación de biofilms, el paso de 
membranas, variaciones en la concentración a lo largo del tiempo, entre otras (Martínez et al., 
2006).  
La relación ATM-bacteria in vivo, es una relación dinámica a diferencia de lo que sucede 
en ensayos in vitro. Como nombramos anteriormente las concentraciones antibióticas no son 
constantes, fluctúan en relación al tiempo, logrando un pico de concentración durante la 
absorción (Cmax) y disminuyendo paulatinamente hasta su total eliminación. En el hospedador la 
carga bacteriana tampoco es constante y el crecimiento bacteriano depende (está influenciado 
por el pH, defensas del animal, entre otros factores) de la concentración del ATM en el sitio de 
infección, estas variaciones hacen que la interacción sea dinámica. Por tanto el éxito del 
tratamiento y consiguiente recuperación del paciente, no depende exclusivamente de las 
concentraciones ATM en el sitio de infección, sino que se introduce el concepto de tiempo de 
exposición al fármaco. Tiempo en el cual las bacterias se encuentran expuestas tanto a 
concentraciones suprainhibitorias (supra-CIM), como sub inhibitorias (sub-CIM) a lo largo del 
intervalo entre administraciones (intervalo entre dosis o régimen posológico) (Odenholt, 2001).  
Las cefalosporinas poseen una relación FC/FD similar a los de su familia, los β-
lactámicos, fármacos considerados bactericidas. Para que este efecto sea observado, se 
requiere que las concentraciones plasmáticas o tisulares del antibiótico se encuentren por 
encima de la CIM para ese patógeno, a lo largo del intervalo entre dosis y la eficacia del mismo 
se mide en función del tiempo que dichas concentraciones superan la CIM (t>CIM), como ya 
mencionamos previamente. Sin embargo, las cefalosporinas requieren permanecer un mayor 
tiempo por encima de la CIM que otros β-lactámicos (Riviere et al., 2009). No obstante, 
tampoco es conveniente que el t>CIM dure todo el intervalo entre dosis, es decir no requiere 
que sea sostenida en todo el tratamiento, debido a que las bacterias deben hallarse en fase de 
crecimiento para que este tipo de antimicrobiano posea mayor acción farmacológica, 
basándose en su mecanismo de acción. Esto significa que la actividad de estos ATMs se 
manifiesta justamente en el momento en que sus concentraciones comienzan a disminuir por 
debajo de la CIM, y justifica la necesidad de disponer entre administraciones, de un período de 
concentraciones sub-CIM que permitan a las bacterias reiniciar su fase de crecimiento y de esa 
manera, ser susceptibles a la segunda dosis y así sucesivamente hasta disminuir la carga 
bacteriana (Odenholt, 2001). En medicina humana (dato no comprobado en animales de 
compañía), se considera necesario al menos t>CIM el 50 % del tiempo entre intervalos de 




dosificación. Sin embargo, el espectro hacia bacterias gran negativas, hace necesario elevar 
este valor al 60-70 % (Riviere et al., 2009).  
Además, existen evidencias de efectos sub-CIM que dañan a las bacterias de manera 
no letal. En general son alteraciones morfológicas (como consecuencia de perturbaciones 
metabólicas) responsables en la mayoría de los casos de la disminución de su capacidad de 
adherencia, patogenicidad y virulencia, e incluso se tornan más susceptibles a la acción de los 
leucocitos (refuerzo leucocitario post antibiótico o estimulo leucocitario P.A.) (Odenholt, 2001). 
Debido a que la semivida de las cefalosporinas es corta, se requieren regímenes de 
dosificación de tres a cuatro veces al día (cada 8 o 6 h). Algunas cefalosporinas de tercera 
generación (cefotaxima, cefpodoxima, cefovecin y ceftiofur) poseen semividas más 
prolongadas, que otros fármacos de este grupo (Riviere et al., 2009). 
La actividad bactericida de este grupo de fármacos se orienta hacia microorganismos 
Gram positivos y en menor medida Gram negativos. Este efecto bactericida permanece incluso 
por debajo la CIM para bacterias Gram positivas, como el Staphylococcus spp., conocido como 
efecto postantibiótico, permitiendo prolongar los intervalos de dosificación. La cefalexina, ha 
sido utilizada con éxito para tratar infecciones causados por Staphylococcus spp. 
administrándola cada 12 h, e incluso cada 24 h en el caso de infecciones de piel. Por el 
contrario, en pacientes neutropénicos se observó la necesidad de mantener tiempos más 
prolongados por encima de la CIM, que en pacientes sanos, requiriéndose t>CIM del 90-100 %, 
para Gram negativos y 60 % para Staphylococcus spp. (Riviere et al., 2009). 
Como consecuencia de todo ello, el criterio de administración intermitente o continua 
con β-lactámicos, requiere un estudio de cada caso en particular. Si el paciente es de alto 
riesgo, tales son los casos de los individuos que cursen con enfermedades crónicas, que 
posean compromisos inmunitarios o los que posean cuadros septicémicos, con meningitis, 
osteomielitis y endocarditis, entre otros, se va a requerir una administración continua de forma 
que asegure niveles sostenidos por encima de la CIM durante prácticamente todo el tiempo; 
siendo en este caso una actuación no solo prudente, sino recomendable (Picco et al., 2009). La 
vía de administración IV en infusión continua, ha mostrado una eficacia mayor en relación 
t>CIM, particularmente en cefalosporinas de tercera generación bajo este régimen de goteo 
continuo en caninos (Moore et al., 2000), para el resto de casos se recomienda la 
administración intermitente. 
II.5. Cefalosporinas, consideraciones generales. 
Las cefalosporinas son agentes antibacterianos que pertenecen al grupo de los β- 
lactámicos, poseen un anillo β-lactámico fusionado con un anillo dihidrotiazínico constituyendo 
el núcleo cefem del que derivan todas las cefalosporinas. A diferencia de las penicilinas, cuyo 
anillo β-lactámico esta fusionado a un anillo tiazolidinico de 5 miembros. Se puede considerar 




que el núcleo cefem presente ventajas sobre el grupo penam. En primer lugar, el núcleo de las 
cefalosporinas es intrínsecamente resistente a muchas penicilinasas; así bacterias que 
producen estas enzimas permanecen susceptibles a este grupo, particularmente 
Staphylococcus spp. En segundo lugar, en el núcleo cefem son constantes la presencia de un 
grupo carboxílico en C4 y una cadena lateral β-acilamínica en C7 (-R1), este núcleo también 
permite la adición de distintos sustituyentes en C3 (-R2), a diferencia del núcleo penam donde 
la mayor parte de las variaciones químicas puede sólo realizarse en C6 (-R1). El grupo activo 
básico de las cefalosporinas derivan de la cefalosporina C, producida por el hongo 
Cephalosporium acremonium, que le da origen al anillo 7-amino-cefalosporánico. A este grupo 
se le ha incorporado por semisíntesis diversos grupos químicos, especialmente en los 
carbonos 3 y 7 (radicales R2 y R1 respectivamente). Las sustituciones a nivel de R1 
habitualmente confieren mayor afinidad por los penicillin binding proteins (PBPs), 
particularmente de bacilos gram negativos y estabilidad frente a β-lactamasas. Por otra parte, 
en términos generales, las sustituciones en R2 producen cambios en las propiedades 
farmacocinéticas de las moléculas. Por ejemplo, el radical acetiloximetil, presente en la 
cefalosporina C, también se encuentra en la cefalotina (figura II.7) y cefotaxima; mostrando una 
semivida muy corta, dado que son rápidamente metabolizados en el organismo por esterasas 
plasmáticas y hepáticas. Otro ejemplo al respecto es la comparación de la cefazolina 
(cefalosporina con un anillo heterocíclico en R2) y cefalotina (acetiloximetilo cefalosporina), 
presentando las primeras concentraciones plasmáticas más elevadas y semivida más 
prolongada que la segunda (Mella et al., 2001).  
 
Figura II.7: Estructura química de la Cefalotina. 
 
Otros compuestos que se consideran dentro del grupo son las cefamicinas, que 
estructuralmente son muy similares a las cefalosporinas, pero poseen un grupo metoxi en 
posición 7 del anillo cefalosporánico y derivan de diversas especies de Streptomyces spp. (ej. 
cefotetan, cefoxitina), o pueden ser productos semisintéticos sustituyendo el azufre con el 
oxígeno como ocurre con latamoxef (también denominado moxalactam).  
En general, las cefalosporinas poseen estabilidad frente a las betalactamasas, excepto 
las denominadas de BLEE (Betalatamasas de Espectro Extendido), buena actividad frente a 
PBPs y buena penetración de la pared bacteriana. Su espectro bacteriano es amplio, pero 
varía entre moléculas de la misma familia. Su farmacocinética en general es similar, común a la 




de los β-lactámicos, poseen una semivida corta (1 a 2 h) y se eliminan principalmente por riñón. 
Son bactericidas, relativamente no tóxicas y puede utilizarse en pacientes sensibles a las 
penicilinas (Prescott, 2013).  
II.5.1. Clasificación de las cefalosporinas.  
Existe un número importante de clasificaciones para este grupo de ATMs, destaca entre 
ellas la clasificación biológica de O’Callaghan, actualmente de carácter histórico, que subdividió 
a estos ATMs en 7 grupos de acuerdo a su metabolismo y estabilidad frente a la degradación 
por β-lactamasas. También se los clasificó, de acuerdo a su carácter químico (según los 
sustituyentes presentes en los carbonos de la cadena lateral); se los agrupó de acuerdo a su 
farmacocinética (tiempo de semivida); de acuerdo a las características microbiológicas 
(espectro de actividad), J. D. Williams las clasificó según su espectro antibacteriano 
(enfatizando la cobertura sobre bacterias Gram negativas o Gram positivas). Sin embargo 
desde el punto de vista clínico, la clasificación más utilizada agrupa a estos compuestos de 
acuerdo al desarrollo histórico, características microbiológicas y estructurales en común; las 
denominadas generaciones de cefalosporinas. A las ya conocidas moléculas de primera, 
segunda y tercera generación, se le agrega las cefalosporinas de cuarta generación y más 
recientemente utilizadas en medicina de humana las de quinta generación (Mella et al., 2001).  
Actualmente podemos encontrar disponibles dentro del grupo de cefalosporinas de 
primera generación, la cefazolina, cefapirina, cefalotina; para administración endovenosa y 
para administración oral, la cefalexina, cefradina, cefadroxilo, cefaloglicina. Todas estas 
cefalosporinas poseen gran actividad contra cocos Gram positivos como el Staphylococcus 
aureus y S. epidermidis; y sensibilidad intermedia a limitada contra Escherichia coli, Klebsiella 
spp. y proteus mirabilis. Y son inactivos frente MRSA (methicillin resistant staphylococcus), 
MRSE (methicillin resistant Staphylococcus epidermis), Enterococcos spp., Listeria 
monocytogenes, Bacteroides fragilis, Citrobacter, Enterobacter, Proteus, Pseudomonas y 
Serratia spp. Los anaerobios Gram positivos, como Peptostreptococcus y bacteroides no 
productores de penicilinasas, son generalmente susceptibles (Kalman y Barriere, 1990; 
Prescott, 2013). Este grupo de cefalosporinas de primera generación, fue originalmente 
introducida para el tratamiento de infecciones producidas por Staphylococcus resistentes 
(productores de penicinilasas), con la ventaja que estos fármacos poseían también un espectro 
de actividad similar contra Gram negativos, tal como las aminobenzilpenicicilinas de espectro 
ampliado. Las alteraciones de las cadenas laterales sobre el núcleo del ácido 7-
aminocefalosporánico y el descubrimiento de las cefamicinas condujeron a una creciente 
estabilidad frente a las betalactamasas de las bacterias Gram negativas, incluyendo 
Bacteroides fragilis y Pseudomonas aeruginosa. Este incremento en la estabilidad por lo usual 
es a expensas de reducir la actividad contra bacterias Gram positivas y sufrir variaciones en su 
farmacocinética (Prescott, 2013).  




Tabla II.4: Clasificación clásica de las cefalosporinas según generaciones. 
GENERACIÓN DE CEFALOSPORINAS  
PRIMERA SEGUNDA TERCERA CUARTA QUINTA 
Cefalexina a, b 








Cefaclor a, b 






























a y b indican las vías de administración oral o parenteral, respectivamente. 
Las de segunda generación, incluyen el cefamandol, cefonicida, ceforanida, cefuroxima, 
cefaclor, cefalonio, cefprozil, cefotelam, cefoxitima y cefmetazol; para administración 
parenteral, y loracarbef, cefaclor y cefuroxima para administración oral. Son activas contra las 
mismas cepas susceptibles a las de primera generación, pero se les ha ampliado el espectro 
frente a diversos organismos, tales como Haemophilus influenzae, y algunas bacterias Gram 
negativas, aunque el rango para las mismas es limitado. Cefmetazole y cefotetan han 
mostraron in vitro menor actividad que la cefoxitina contra Bacteroides spp. (B. distasonis, B. 
ovatus y B. thetaiotaomicron). A excepción de cefamandol, cefuroxima y cefmetazol; esta 
segunda generación posee menor actividad contra Staphylococcus spp. (Kalman y Barriere, 
1990). 
Las cefalosporinas de tercera generación fueron diseñadas para tener mayor actividad 
contra bacterias Gram negativas y mantener una buena actividad contra Gram positivas, 
aunque son generalmente menos efectivas contra Staphylococcus susceptibles a las 
cefalosporinas de primera generación. Compuestos de esta clase han mejorado la estabilidad 
hidrolítica a muchas de las betalactamasas activas frente a las cefalosporinas de generaciones 
anteriores y la penicilina. La ceftizoxima y cefotaxima poseen actividad contra Bacilus fragilis y 
otros anaerobios. La cefoperazona y la ceftazidia, poseen actividad contra Pseudomona 




aeuruginosa. Este grupo es inactivo frente a Listeria monocytogenes, MRSA, MRSE, 
Enterobacter y Serratia (Kalman y Barriere, 1990; Prescott, 2013).  
 La cuarta generación de cefalosporinas, incorpora diferentes grupos activos en su 
estructura, particularmente un grupo con amonio cuaternario en la posición C-3 del núcleo 
ácido aminocefalosporánico que le confiere al grupo una mayor potencia hacia una amplia 
gama de microorganismos e inclusive una mayor actividad contra bacterias sensibles a las 
cefalosporinas de tercera generación. Este grupo se mantiene cargado positivamente tanto en 
condiciones de pH ácido como alcalino. La asociación de esta carga neta negativa en C -4 del 
núcleo cefem hace de estos antibacterianos moléculas zwitteriónicas, es decir, moléculas con 
un balance entre sus cargas positivas y negativas en los intervalos de pH encontrados in vivo. 
Esta característica químico estructural explica porqué este grupo de cefalosporinas presentan 
una penetración superior a sus congéneres de tercera generación, lo que les permite alcanzar 
el espacio periplásmatico de los bacilos Gram negativos. Otro aspecto relevante, es la 
estabilidad frente a β-lactamasas tanto cromosomales como plasmidiales y su afinidad por el 
sitio diana, PBP’s. En este grupo encontramos a la cefepima, cefpiroma, cefquinoma; de 
administración parenteral a excepción de la cefpiroma que puede administrase también vía 
oral. Tienen un espectro ampliado de actividad contra Gram negativas en comparación a las 
otras clases de cefalosporinas, como nombramos anteriormente, incluyendo de Enterobacter 
spp. y Pseudomona aeuruginosa (Garau et al., 1997; Mella et al., 2001). 
Existe una quinta generación de cefalosporinas utilizada en medicina humana, que 
incluyen a ceftobiprol y la ceftarolina (Kollef, 2009), con amplia actividad frente Gram negativas 
y Gram positivas, incluyendo las cepas de Staphylococcus aureus resistente a la meticilina y 
Pseudomonas aeruginosa. La ceftarolina amplía su actividad a MRSA, Enterococos, MRSE, 
Streptococcus β-hemolítico, E. coli, Klebsiella spp., y Proteus mirabilis (Rivera et al., 2011). 
II.5.2. Mecanismo de acción de la cefalosporinas. 
Las cefalosporinas, al igual que el resto de los antibióticos β-lactámicos, ejercen su 
actividad antibacteriana inhibiendo la síntesis del peptidoglicano, produciendo finalmente la lisis 
bacteriana. El mecanismo de acción deriva de la unión covalente del β-lactámico al sitio activo 
de las enzimas denominadas PBPs. Esta reacción se explica porque los β-lactámicos poseen 
una estructura química similar a los dos últimos aminoácidos del pentapéptido (D-alanina-D-
alanina) que une las moléculas de peptidoglicano. Por otra parte, las PBPs ejercen actividad 
bioquímica de transglicosilasas (complejo PBP1), transpeptidasas (PBP3) y carboxipeptidasas 
(PBP4, 5 y 6); además, este grupo de antimicrobianos produce una activación de autolisinas 
bacterianas que destruyen el peptidoglicano. Clásicamente se ha descrito que con la unión de 
la cefalosporina a la PBP, se bloquea la actividad de transglicosilasa o transpeptidasa, 
interrumpiéndose el ensamblaje de las moléculas precursoras del peptidoglicano (N-




acetilmurámico + péptido y N-acetilglucosamina en bacilos Gram negativos o incluyendo un 
pentapéptido de glicina en S. aureus); de esta manera se interrumpe la síntesis de esta 
cubierta. Esto sumado a la activación autolítica llevaría finalmente a la lisis osmótica y por tanto 
a la muerte de la bacteria (Mella et al., 2001).  
Con el fin de llegar al sitio de acción, los β-lactámicos deben penetrar la membrana 
externa bacteriana, y lo hacen a través de una proteína porina que está normalmente presente 
en las bacterias para permitir que los nutrientes ingresen en la célula. Debido a una diferencia 
estructural, es más fácil el ingreso en las Gram positivas que en las Gram negativas. En las 
bacterias Gram negativas las PBPs se disponen hacia el espacio periplásmico por la presencia 
de la membrana externa (que constituye una barrera al paso de una importante cantidad de 
moléculas) más gruesa y con poros más difíciles de penetrar, a diferencia de las bacterias 
Gram positivas, donde las PBPs se encuentran en la membrana citoplasmática expuestas al 
medio externo (Figura II.7). Los fármacos más eficaces contra las bacterias Gram negativas 














Figura II.7: Penetración de los β-lactámicos a través de la membrana externa bacteriana. A) 
Bacteria Gram Positiva en presencia de Penicilina y su unión a los PBP. B) Bacteria Gram 
Positiva en presencia de Penicilina y Penicilasas (inactivación del ATM y falta de unión al PBP). 
C) Bacteria Gram Positiva en presencia de una cefalosporina y Penicilasas (no hay inactivación 
del ATM y la cefalosporina se une al sitio PBP). D) Bacteria Gram Negativa en presencia de un 
β-lactámico E) Bacteria Gram Negativa en presencia de un β-lactámico y betalactamasas 
(inactivación del ATM y falta de unión al PBP). (Modificado de Riviere et al., 2009). 
 
La cefalotina ejerce su efecto antibacteriano impidiendo y alterado la síntesis de la 
pared celular bacteriana (mecanismo recientemente descripto), su acción bactericida es 
tiempo-dependiente, tal como se comentó en apartados anteriores. El mecanismo de acción, es 
similar a todas las cefalosporinas, pero a diferencia de los otros β-lactámicos, su unión es 
principalmente PBP-2 y -3; produciendo la lisis de la pared. La unión al PBP-2 da como 
resultado células redondas, y la unión al PBP-3 produce filamentos largos; esta variación que 
existe en el sitio de unión depende del espectro del fármaco y su afinidad. Se destaca que este 
mecanismo no es exclusivo de la CFL, sino que es compartido con otros β-lactámicos.  
II.5.3. Farmacocinética de las cefalosporinas. 
En el grupo de los β-lactámicos, hay diferentes grados de acción bactericida, siendo 
mayor en carbapenemes que en penicilinas y estas a su vez mayores a las cefalosporinas. Por 
esta causa, las cefalosporinas deben permanecer en concentraciones superiores un tiempo 
mayor que otros β-lactámicos. El tiempo óptimo, en el cual el antibiótico debe permanecer por 
encima de la CIM, no está establecido; la mayoría de las cefalosporinas utilizadas en animales 
de compañía, como norma general, necesitan un 50% de tiempo por encima de la CIM. Sin 
embargo para tratar infecciones producidas por bacterias Gram negativas, el máximo efecto 
antibacteriano ocurre entre el 60 y 70 % del intervalo de dosis, mientras que para 
Staphylococcus spp., se necesita menos de un 30 % (Riviere et al., 2009).  
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II.5.3.1. Absorción  
No todas las cefalosporinas están adaptadas para administración oral, incluyendo la 
CFL, como se observa en la tabla II.4; debido a la limitada absorción en el tracto intestinal y 
consecuente baja biodisponibilidad, producto del carácter hidrosoluble y polar de estas 
sustancias. 
El conjunto de cefalosporinas inyectables difieren escasamente en la absorción 
parenteral, aunque la estabilidad y unión a las proteínas tisulares son variables que 
condicionan a las mismas. Tras la aplicación intramuscular y/o subcutánea la absorción varía 
entre un 60 y 100 %, con picos de concentración plasmática máximos entre los 30 y 60 minutos 
post-administración (Riviere et al., 2009).  
La administración del fármaco en este trabajo fue endovenosa, esta vía de 
administración asegura el ingreso del 100 % del ATM en sangre al minuto 0, evitando la 
absorción. Se observa una rápida caída de la concentración del fármaco posterior a la 
administración, debido a la distribución del fármaco a otros tejidos incluyendo órganos de 
metabolismo y excreción. Para poder evitar concentraciones muy elevadas del ATM al minuto 0 
de administración, y poder evitar así los efectos tóxicos del mismo, la administración debe 
realizarse de manera lenta. La duración de las concentraciones plasmáticas será menor luego 
de una administración endovenosa en relación a las administraciones parenterales (Baggot, 
2006).   



















Humanos 0,48 0,5-1,0 - 67 60-95 65 
Kalman y Barriere, 
1990; Rattie et al., 
1975 
Equinos 0,15 0,25 13,6 - - 20 
Ruoff et al.,1985; 
Anika 2013 
Caninos 0,43 0,9 13,6 - - 45 
Waterman et al., 
1974; Gerdin et al., 
1978; Anika, 2013 
Conejos 0,24 0,53 - - - - Rule et al., 2008 
II.5.3.2. Distribución. 
Las cefalosporinas son antibióticos relativamente polares, poseen baja liposolubilidad y 
por ende poca penetración tisular. El volumen de distribución está en el rango de 0,2 a 0,3 l/kg 
y raramente excede 0,51 l/kg. Sin embargo, poseen una buena distribución en el líquido 
extracelular de la mayoría de los tejidos, a excepción de próstata y sistema nervioso central 
(SNC) (Riviere et al., 2009; Prescott, 2013). Las concentraciones en líquido céfalo raquídeo 
(LCR) corresponden de 0,5 a 2 % de las concentraciones máximas logradas en sangre. Esto es 
debido a las características físico-químicas de las cefalosporinas; si logran alcanzan el LCR 




son transportadas activamente fuera del sistema nervioso central. Las excepciones al paso 
limitado a través de la barrera hematoencefálica (BHE) las constituyen principalmente algunas 
cefalosporinas de tercera generación (Nau et al., 2010) y en presencia de inflamación de las 
meninges. Así cefaloridina, latamoxef y ceftriaxona logran niveles elevados en SNC, y en 
menor medida la cefotaxima, ceftazidima, ceftizoxima ó cefuroxima. 
De manera empírica, basándose en las concentraciones plasmáticas se estima los 
intervalos óptimos de dosificación (basados en los regímenes PK/PD) (Hyatt et al., 1995). Se 
presume que las concentraciones tisulares y las concentraciones séricas son similares. Como 
la penetración tisular es pobre, las concentraciones del fármaco dentro de la célula son bajas. 
Por esta razón, el homogeinado de los tejidos, subestima la concentración en el sitio de 
infección que es el espacio extracelular (Riviere et al., 2009). La relación entre las 
concentraciones plasmáticas y tisulares pueden considerarse similares cuando la unión a 
proteínas del fármaco es baja, el antimicrobiano unido a las proteínas plasmáticas no posee 
acción y altera el pasaje a los tejidos desde los capilares. Este parámetro, en conclusión, hace 
variar las concentraciones tisulares y la vida media del fármaco. 
 La semivida de las cefalosporinas comúnmente varían entre 1 y 2 h, pero algunas 
(particularmente las cefalosporinas de 3ra generación) pueden tener semividas superiores; 
aumentando el intervalo de dosificación. Como por ejemplo el ceftiofur es biotransformado en 
un metabolito activo, dando como resultado una semivida de 3-6 h en los bovinos, 4 h en 
caninos y 2,5 h en equinos. Esta diferencia es probablemente causada por la unión a proteínas 
plasmáticas como mencionamos con anterioridad (Riviere et al., 2009). 
Un estudio realizado por Waterman et al., (1974), comparó la unión a proteínas 
plasmáticas caninas de tres cefalosporinas de estructura similar (Cefalotina, Cefaloridina y 
Cefazolina) in vitro. Mostrando grandes variaciones en cuanto a la unión de proteínas 
plasmáticas. La CFL se unió un 12 % a los 10 minutos, 34 % a los 20 minutos y 40 % a los 30 
minutos. La Cefaloridina se unió un 5 % a los 10 minutos y un 10 % a los 20 minutos. La 
cefazolina se unió un 6 % a los 10 minutos, 24 % a los 20 minutos y un 80 % a los 50 minutos 
(Waterman et al., 1974). También se vieron grandes diferencias entre la unión a proteínas en 
seres humanos y caninos. La ceftriaxona, posee un 90 a 95 % de unión a proteínas 
plasmáticas en personas mientras que en perros posee sólo un 25 % de unión a bajas 
concentraciones y un 2 % a elevadas concentraciones (Popick et al., 1987; Papich et al., 2010). 
La cefazolina posee un elevado porcentaje de unión en personas (85 %), pero es bajo en 
perros (19 %) favoreciendo una rápida distribución desde el plasma al líquido intersticial (Rosin 
et al., 1993). El mayor porcentaje de unión a proteínas del plasma en animales ocurre con 
cefovecina, el cual se une un 99 % en perros y gatos (Stegemann et al., 2006a y 2006b). Sólo 
una pequeña fracción libre de cefovecina es capaz de filtrarse por el glomérulo. Pero inclusive 
de lo filtrado, una parte puede ser reabsorbida, favoreciendo aún más la semivida de 7 días en 




gatos y 5 días en perros. Esto determina concentraciones tisulares mantenidas, y efectivas, de 
al menos 14 días para cefovecina en perros y gatos.  
En los huesos, articulaciones y músculos, la distribución es aceptable para todo el grupo 
de cefalosporinas, aunque agentes de tercera generación mostraron concentraciones 
inferiores. La cefazolina penetra en el hueso normal y osteomielítico, y las concentraciones son 
similares a las plasmáticas (Daly et al., 1982). Esto determina el uso efectivo de cefazolina para 
la prevención y tratamiento de osteomielitis y es el ATM de uso más común para 
procedimientos ortopédicos (Rosin et al., 1993).  
La cefapirina y el ceftiofur, experimentan gran disposición en los líquidos intraperitoneal 
y sinovial (Schurman et al., 1976; Brown et al., 1991; Meyer et al., 2009). La ceftazidima, 
ceftizoxima y cefuroxima generan niveles terapéuticos en el ojo (Barza et al., 1993) y la 
cefoperazona, cefalexina, cefotaxima y cefradina en el oído medio (Aslam et al., 2004). En la 
piel, la disposición es adecuada con la cefalexina y cefadroxilo; y con los agentes de tercera 
generación, en particular el latamoxef (Frank y Kunkle, 1993).  
En los aparatos digestivo y urinario todo el grupo genera concentraciones terapéuticas, 
especialmente en orina, debido a que es la principal vía de excreción, donde exceden 100 
veces la concentración máxima plasmática. 













En cuanto a la distribución, la CFL no es la excepción; ésta no es amplia debido a que 
es un ácido orgánico con valores de pKa de 2,4 (en sangre posee un porcentaje alto de 
moléculas ionizadas) y su solubilidad en lípidos es baja, lo que limita el transporte a través de 
la bicapa lipídica celular. 
II.5.3.3. Concentraciones tisulares. 
La penetración de los antibióticos en los tejidos regula la efectividad clínica y la 
toxicidad de estos fármacos. Tradicionalmente se ha utilizado el volumen de distribución como 
el principal parámetro para predecir la penetración a los tejidos (considerando la distribución 
homogénea entre órganos y tejidos). Mediciones de la concentraciones de β-lactámicos 




realizadas en diferentes tejidos, mostraron concentraciones inferiores de 1:1 en la mayoría de 
los sitios corporales (Nix et al., 1991a). Estas variaciones observadas pueden deberse a 
diferentes factores que van a modificar la penetración de los tejidos. La unión a proteínas 
plasmáticas, membranas celulares, organelas intracelulares, macromoléculas y diferentes 
productos de la inflamación; pueden disminuir la cantidad de fármaco libre en el tejido. La unión 
a proteínas plasmáticas, es uno de los factores más importantes antes mencionados, los β-
lactámicos se unen principalmente a proteínas séricas extracelulares. La irrigación del tejido en 
estudio también es relevante (como por ejemplo en músculo por su gran irrigación, se estima 
encontrar las mismas concentraciones que en suero), junto a la presencia de barreras 
biológicas que puedan dificultar su pasaje por difusión pasiva (como por ejemplo en SNC por la 
presencia de BHE) (Nix et al., 1991b).  
Los tejidos están formados por líquido intersticial, células y organelas subcelulares; 
entre ellas está distribuido el antimicrobiano administrado no necesariamente de manera 
homogénea. La mayoría de las infecciones bacterianas se ubican en el líquido intersticial. Los 
β-lactámicos y aminoglucósidos se concentran en el compartimiento extracelular, a diferencia 
de las fluoruroquinolonas y macrólidos que se acumulan dentro de la célula (Mouton et al., 
2008). En general se asume que los β-lactámicos no penetran la célula, esta conclusión es 
probablemente incorrecta ya que gran parte de los fármacos que componen esta familia de 
antimicrobianos difunden adecuadamente a través de las membranas biológicas. Este 
fenómeno puede ser explicado si consideramos que el pH del citosol celular es más ácido que 
el que encontramos en el líquido extracelular, por ende el pKa de los β-lactámicos que son en 
general ácidos impidiendo su acumulación. Si se enmascara el grupo carboxilo, por ejemplo la 
penicilina G, haciendo la molécula más básica obtendremos una mayor acumulación dentro de 
la célula (Carryn et al., 2003).  
Después de la administración endovenosa, el ATM se distribuye por varios 
compartimientos en el cuerpo del animal. La farmacocinética de los β-lactámicos (como otros 
ATM) puede ser descripta de manera bicompartimental o tricompartimental, y la cantidad de 
fármaco transferido entre los compartimientos es descripta mediante el aclaramiento 
intercompartimental. El equilibrio entre compartimientos no se alcanza de manera instantánea y 
la curva de concentración tiempo puede ser diferente para cada uno de ellos. Teniendo en 
cuenta estas variantes, se puede estimar la concentración del ATM en tejido de acuerdo al 








Tabla II.7: Concentraciones intracelulares y extracelulares esperadas, de acuerdo al tiempo de 
toma de muestra del tejido y las concentraciones en suero (Mouton et al., 2008). 
Horas después de la 
administración del ATM 
Relación entre la 
concentración extracelular 
y sérica 
Relación entre la 
concentración intracelular y 
sérica 
0,85 1,00 0,15 
2 1,58 0,45 
3,8 1,60 1,00 
6 1,40 1,87 
8 1,59 0,78 
32 1,57 1,21 
 
 
Un estudio de realizado en conejos por Ryan y Cars (1980), midió las concentraciones 
de cefuroxima y amoxicilina en suero, líquido intersticial y músculo luego de una única 
inyección intramuscular de 25 mg/kg; mostrando concentraciones en músculo sustancialmente 
menores al líquido intersticial. Las mediciones se realizaron de manera simultánea en tejido 
muscular y en el líquido intersticial del tejido muscular (obtenido mediante la implantación de 
hilos de algodón debajo de la fascia muscular). Las concentraciones en el líquido tisular se 
mostraron sólo en un corto lapso de tiempo a niveles séricos y los niveles en músculo entero 
fueron sustancialmente menores que las concentraciones correspondientes a líquido intersticial 
muscular, lo que indica que los antibióticos no se distribuyen de manera uniforme dentro del 
tejido. Los niveles de ATM de tejido muscular completos serian subestimados, por un factor de 
aproximadamente 5 veces menor al real (Ryan y Cars, 1980). 
Un estudio realizado por Lorenzini et al., (2014) con homogeinado de tejidos (donde no 
se discrimina entre concentración intracelular y extracelular) para cefoxitima en gatos 
mostraron diferencias en las concentraciones según la vía de administración como muestran en 
la tabla II.8 Y la relación tejido/plasma se muestra en la tabla II.9.  
Otro estudio similar realizado por Albarellos et al., (2012) mostró concentraciones de 
9,24 ± 3,32 µg/mg en piel, 8,45 ± 6,14 µg/mg en ovario y 7,23 ± 2,44 µg/mg en útero para 30 
mg/kg de cefoxitima en gatos luego de 10-45 minutos de su administración (n= 5 - 6 - 3 









Tabla II.8: Concentración de cefoxitima µg/g (media ± D.E.) después de la administración de 30 




Media y D.E. 
IM 
Media y D.E. 
SC 
Media y D.E. 
Piel 8,01 ± 2,15 7,52 ± 1,67 3,20 ± 0,08 
Subcutáneo - 13,11 2,71 
Músculo - 9,15 - 
*El muestreo fue realizado 35 a 40 minutos post administración del ATM.  
Tabla II.9: Relación entre la concentración tejido/plasma según la vía de administración  




Media y D.E. 
IM 
Media y D.E. 
SC 
Media y D.E. 
Piel 0,23 ± 0,06 0,19 ± 0,08 0,09 ± 0,03 
Subcutáneo - 0,26 0,10 
Músculo - 0,24 - 
II.5.3.4. Metabolismo y excreción.  
En cuanto a la biotransformación, las cefalosporinas son mínimamente metabolizadas 
en el hígado, dependiendo del fármaco. Agentes como la cefotaxima, cefacetrilo, cefalotina y 
cefapirina se metabolizan por esterasas que escinden grupos 3-acetoximetil del anillo 
dihidrotiazínico, convirtiéndolas en lactonas inactivas. Los compuestos desacetilados se 
excretan principalmente por orina, conservando cierta actividad antibacteriana. En general las 
cefalosporinas se excretan vía renal casi sin metabolizar, existe un bajo porcentaje de 
excreción hepática que varía entre los fármacos de esta familia. La excreción renal es rápida 
luego de una administración IV y las concentraciones encontradas en orina son elevadas. Por 
esta razón, las cefalosporinas son una buena elección para el tratamiento de las infecciones 
urinarias (Riviere et al., 2009). 












La reducción de la función renal impone un ajuste en el régimen de dosificación, debido 
a la importancia de la eliminación urinaria, excepto para compuestos que se metabolizan o 




eliminan principalmente por bilis. La cefazolina y cefalexina, se excretan principalmente por vía 
renal, por ende debe ser extendido el intervalo de dosificación. El cefaclor, se excreta por vía 
biliar, no debe ser modificada su dosificación. La cefalotina se excreta vía renal principalmente 
y en menor medida por vía hepática, se debe extender dos intervalos de dosificación cuando la 
lesión renal es grave (Baggot, 2006).    
II.5.4. Usos clínicos de las cefalosporinas de primera generación. 
La cefalosporinas de primera generación de administración parenteral, son utilizadas 
principalmente preoperatorias y postoperatorias; en heridas limpias y limpias contaminadas. En 
medicina humana se utiliza principalmente en procedimientos como la colecistotomía, 
histerectomía vaginal y en cesáreas. También se utilizan en cirugías cardíacas y artroplastias; 
en donde la infección puede causar aumentos de la morbilidad y mortalidad del paciente.  
La primera generación de cefalosporinas son una alternativa en el tratamiento de los 
tejidos blandos y otras infecciones causadas por Staphylococcus y Streptococcus pyogenes. 
Dependiendo de los resultados de cultivo y antibiograma, estos antimicrobianos pueden 
utilizarse en el tratamiento de infecciones del aparato respiratorio, hueso y articulaciones. En 
pacientes humanos la utilización para infecciones urinarias es limitada (Kalman et al., 1990).  
Las cefalosporinas de primera generación orales, son utilizadas para el tratamiento en 
caninos del S. intermedius productor de piodermia e infecciones urinarias, como también en 
bovinos para el tratamiento de la mastitis causada pos S. aureus y Streptococcus spp. Las 
cefalosporinas parenterales de primera generación, suelen darse al comienzo del tratamiento 
para lograr mejores niveles tisulares y luego proseguir con la administración oral.    
La primera generación de cefalosporinas parenterales comparten con las orales una alta 
sensibilidad contra bacterias gran positivas, incluyendo S. aureus productor de beta-
lactamasas, moderada actividad frente a enterobacterias y bacterias Gram negativas; y sin 
actividad contra Enterobacter spp., P. aeruginosa y Serratia spp. (Tabla II.11) (Baggot, 2006).  
Tabla II.11: Actividad de la CFL contra bacterias seleccionadas de aislamientos en animales, 
CIM50 y CIM90 (µg/ml) (Baggot, 2006). 
Organismo CIM 50 CIM 90 
Aerobios Gram positivas 
Arcanobacterium pyogenes 0,50 4,00 
Bacillus anthracis 0,25 0,50 
Corynebacterium pseudotuberculosis ≤1,0 ≤1,0 
Erysipelothrix rhusiopathiae 0,25 0,50 
Enterococcus spp. >32 >32 
Listeria monocytogenes 2,00 4,00 




Nocardia asteroides 64,0 >128 
Rhodoccus equi >128 >128 
Staphylococcus aureus 0,50 1,00 
Streptococcus agalactiae ≤0,12 0,50 
Streptococcus canis ≤0,12 0,25 
Streptococcus uberis 0,50 2,00 
Aerobios Gram positivos 
Actinomyces spp. 0,06 0,12 
Clostridium perfingens 0,50 1,00 
Clostridium spp. 0,50 1,00 
Aerobios Gram negativos 
Actinobacillus spp. ≤1,0 16 
Bordetela avium ≤1,0 ≤1,0 
Bordetella bronchiseptica 16 64 
Brucella canis 8,0 16 
Camylobacter jejuni ≤512 ≤512 
Escherichia coli 8,0 64 
Klebsiella pneumoniae 4,0 >64 
Leptospira spp. 1,0 8,0 
Mannheimia haemolytica 1,0 8,0 
Pasteurella multocida 1,0 8,0 
Pseudomonas aeruginosa >64 >64 
Salmonella spp. 2,0 8,0 
Anaerobios Gram negativos 
Bacteroides fragilis <32 <32 
Bacteroides spp. 16 >32 
Fusobacterium spp. 0,5 ≤1 
Porphyromonas spp. 1,0 16 
 
En cuanto a profilaxis periquirúrgica para cirugías limpias, y particularmente orientadas 
a cirugías ginecológicas el uso de cefazolina en personas es recomendado por Mangram en 
Guideline for Prevention of Surgical Site Infection (Mangram et al., 1999). Berrios Torres, en la 
guía Clinical Practice Guidelines for Antimicrobial Prophylaxis in Surgery (Berríos Torres et al., 
2013), recomienda también en personas el uso de ampicilina sulbactam, ampicilina, cefozolina, 
cefotaxima, cefurozima, cefoxitin, cefotetan; como β-lactámicos periquirúrgicos. En Guidelines 
for the clinical use of antibiotics in the treatment of dogs and cats Swedish Veterinary 
Association (2002), en veterinaria recomienda el uso de penicilina benzatinica, ampicilina, 
amoxicilina, cloxacilina y cefalosporinas de tercera generación. Por otro lado Cisneros (2002) 




en personas recomienda el uso de cefazolina o ampicilina sulbactam tanto para histerctomia 
vaginal como abdominal.  
La CFL se propuso para su empleo a la dosis de 10-30 mg/kg IV (IM muy dolorosa) 
cada 4-8 h (Baggot, 2006). Un estudio realizado por Schermerhorn et al., (1994), sugiere dosis 
de 22 mg/kg de CFL endovenosa como protocolo antibiótico pre-quirúrgico.  
II.5.5. Toxicidad y efectos adversos de las cefalosporinas. 
Las cefalosporinas son uno de los grupos de ATMs más seguros, junto con las 
penicilinas; sin embargo pueden existir variaciones para cada tipo de molécula. Como por 
ejemplo, desordenes en la coagulación con diminución de la adhesión plaquetaria y la 
hipoprotrombinemia encontradas en varias cefalosporinas como la CFL (Schermerhorn et al., 
1994). El espectro ampliado desde la tercera a la quinta generación; pueden causar un 
aumento del crecimiento de patógenos resistentes como el Clostridium difficile que deja de 
competir con la flora bacteriana normal. La emergencia de bacterias entéricas multiresistentes, 
es una de las infecciones nosocomiales en personas que puede requerir internación y cuidados 
intensivos. Disturbios gastrointestinales es uno de los efectos adversos más comunes en este 
grupo de drogas, particularmente aquellas drogas que se eliminan por vía biliar. Personas 
alérgicas a las penicilinas son algunas veces (5-8 %) alérgicos a las cefalosporinas. En las 
cefalosporinas de primera generación, se ha observado hipersensibilidad, fiebre, rush cutáneo, 
eosinofilia, vómitos y diarreas (cuando se administra vía oral); que no conserva relación con la 
dosis en un grupo reducido de pacientes. Altas dosis de estos ATM pueden producir 
nefrotoxicidad por necrosis tubular, por esta causa la cefaloridina no se encuentra más 
disponible para el uso clínico. Muchas de las cefalosporinas de segunda y tercera generación 
pueden ser dolorosas a la aplicación intramuscular, como así también la CFL. También se ha 
documentando tromboflebitis cuando se administran estas drogas vía endovenosa (Prescott, 
2013). 
II.6. Mecanismo de Resistencia de las cefalosporinas.   
Los mecanismos básicos de resistencia bacteriana a las cefalosporinas son: la 
modificación de las PBP, reducción de la permeabilidad a los fármacos y el aumento de su 
expulsión; y la inactivación enzimática por parte de las β-lactamasas. De estos mecanismos, el 
de mayor impacto es la producción de β-lactamasas, con más de 400 tipos de enzimas ya 
reconocidas. El uso indiscriminado de las cefalosporinas, trajo aparejado la adaptación 
bacteriana y la producción de un gran número de enzimas que son transmitidas genéticamente 
de generación en generación (Prescott, 2013).  
 
 




Modificaciones en los PBP.  
La modificación de los PBP normales, ocurre posterior a la transformación bacteriana 
mediante fragmentos de PBP DNA y de la recombinación de su homólogo PBP nuevo con baja 
afinidad a las β-lactamasas. Este mecanismo adaptativo ha sido observado en bacterias 
aislada en humanos, no así en patógenos provenientes de animales. Otra modificación en las 
PBP, incluye la adquisición de extras “by-pass” (insensibles), como sucede en el 
Staphylococcus aureus y en Enterococcus faecium (nuevamente este mecanismo fue hallado 
en humanos, no en animales) (Livermore, 1998). 
Reducción de la absorción y aumentando el flujo de salida. 
 La resistencia se origina por la reducción de la producción de poros (porinas), utilizados 
por los β-lactámicos para ingresar a las bacterias Gram negativas. Las principales porinas 
encargadas del transporte a través de la membrana de bacterias Gram negativas (por ejemplo 
la E. coli), son la OmpF y la OmpC. Estas proteínas hidrofílicas y de bajo peso molecular, 
parecerían ser las que permiten difundir pequeñas moléculas como los β-lactámicos 
rápidamente al interior del citoplasma. Los genes OmpR y EnvZ encargados de codificar este 
tipo de porinas están localizados en el locus ompB. El gen OmpR está involucrado en la 
producción de OmpF y OmpC; y el gen EnvZ disminuye la transcripción de las proteínas OmpF 
y Lamb, aumentando la producción de las proteínas OmpC (Jaffe et al., 1982). En algunos 
casos también este mecanismo de resistencia es producido por una enzima, que reduce la 
absorción del ATM y aumenta su expulsión.  
Resistencia por plásmidos. 
Aunque las bacterias se reproducen por un proceso asexual (fisión binaria), poseen 
mecanismos para lograr la variabilidad genética que necesitan para adaptarse a un entorno 
cambiante. La transferencia puede ocurrir mediante tres vías: la penetración de ADN desnudo 
directamente a través de la pared de la célula receptora (transformación), mediante un 
bacteriófago que infecta diferentes poblaciones bacterianas (transducción), o por transferencia 
de plásmidos y en su caso de genes cromosómicos arrastrados por plásmidos desde las 
bacterias donadoras a las receptoras (conjugación). Los plásmidos son moléculas de ADN 
extracromosómico circular o lineal de replicación independiente. Estos confieren a las bacterias 
una mayor adhesión celular, virulencia, metabolismo de azúcares y ácidos aromáticos, 
resistencia a bacteriófagos, metales tóxicos y detergentes; y para la resistencia a ciertos ATMs. 
El gen QrnA trasportado en plásmidos, se asocia a resistencias de las cefalosporinas de 3ª y 4ª 
generación. Los genes Qrn (A1, B1, B2, B5, S1), se han asociado frecuentemente con genes 
que confieren resistencia a ATMs, en particular bacterias productoras de β-lactamasas de 
espectro extendido. 
 





La elaboración de β-lactamasas es el mecanismo más importante de resistencia frente a 
los β-lactámicos. Se trata de un tipo de enzimas que reaccionan covalentemente con el núcleo 
β-lactámico causando su hidrolisis y la correspondiente inactivación. Las β-lactamasas se han 
clasificado de acuerdo con su especificidad por el sustrato (penicilinasas o cefalosporinasas), la 
clase molecular (A, B, C, D), la suseptibilidad a inhibidores (EDTA y ácido clavulánico) y la 
localización genética (plasmidica o cromosómica). Las bacterias Gram positivas producen gran 
cantidad de β-lactamasas que se excretan al medio extracelular. Son penicilasas codificadas 
por plásmidos, inducibles y que pueden ser transferidas a otras bacterias mediante 
bacteriófagos. En las bacterias Gram negativas las β-lactamasas se encuentran en menor 
cantidad, pero se localizan en el espacio periplásmatico, entre las membranas celulares interna 
y externa. Por lo tanto, se encuentran estratégicamente situadas para evitar la exposición de 
las PBP a la acción de los β-lactámicos. Las β-lactamasas de las bacterias Gram negativas 
están codificadas en cromosomas o plásmidos y pueden ser constitutivas o inducibles, con 
afinidad por las penicilinas, las cefalosporinas o por ambas. La incorporación a la terapéutica 
de cefalosporinas de tercera generación y de monobactámicos, resistentes a hidrólisis por β-
lactamasas clásicas, supuso un importante avance en el tratamiento de las infecciones 
causadas por enterobacterias. En 1983 se detectaron en Alemania los primeros aislamientos 
clínicos de Klebsiela pneumonia y E. coli resistentes a estos antibióticos por producción de una 
β-lactamasa plasmídica transferible por conjugación. Estas enzimas se denominaron β-
lactamasas plasmídicas de espectro extendido y corresponden al grupo 2be (tabla II.12) de la 
clasificación de Bush y Cols (Quetglas y Azanza, 2008). 
Tabla II.12: Clasificación de las β-lactamasas (Quetglas y Azanza, 2008). 
Grupo Clase Sustrato Enzima Representativa 
1 Cefalosporinas no inhibidas 
por ácido clavulánico. 
C Cefalosporinas. 
Enzimas AmpC de Gram 
negativos; MIR-1. 
2a Penicilinasas inhibidas por 
ácido clavulánico. 
A Penicillinas. 
Penicilinasas de Gram 
positivos. 
2b Enzimas de amplio espectro 
inhibidas por ácido clavulánico. 
A Penicilinas, Cefalosporinas. TEM-1, TEM-2, SHV-1. 
2be Enzimas de espectro 





TEM-3 a TEM-26, SHV-2 a 
6, klebsiela oxytoca K1. 
2br Enzimas de amplio espectro A Penicilinas. TEM-30 a TEM-36, TRC-1. 
2c Carbenicilinasas inhibidas 
por ácido clavulánico. 
A Penicilinas, Carbenicilina. PSE-1, PSE-3, PSE-4. 
2d Enzimas activas frentes a 
cloxacina. 
D Penicilinas, Cloxacina. 
OXA-1 a OXA-11, PSE-2 
(Oxa-10). 




2e Cefalosporinas inhibidas por 
ácido clavulánico. 
A Cefalosporinas. 
Cefalosporinas inducibles de 
Proteus vulgaris. 
2f Enzimas que hidrolizan 





NMC-A de Enterobacter 
cloacae, Sme-1 de Serratia 
maecescens. 
3 Metaloenzimas no inhibidas 
por ácido clavulánico. 
B 
La mayoría de los β-
lactámicos, incluidos 
Carbapenemes. 
L1 de Xanthomonas 
mattophilia, CcrA de 
Bacteroides fragilis. 
4 Enzimas de amplio espectro 





*ND: no determinada. 
Ha habido una sorprendente y contínua evolución de estas enzimas en respuesta a la 
exposición de los ATM y la presión de selección; con la consecuente diseminación de 
plásmidos entre poblaciones de bacterias Gram negativas. Las enzimas clase A, C, y D; son 
moléculas serina estereasas y las clases B son Zinc metaloproteasas. Los genes que codifican 
β-lactamasas se asocian a menudo con estructuras genéticas que son muy móviles, 
permitiendo una rápida diseminación de los mismos con la consecuente expresión de 
resistencia (Prescott, 2013). 
II.6.1. Actualización de cepas bacterianas resistentes en caninos.  
La resistencia bacteriana en animales de compañía ha cobrado gran interés en los 
últimos años, esto se debe a un aumento en los reportes de casos de animales colonizados 
con microorganismos multiresistentes (Murphy et al., 2009). Se ha observado resistencia 
bacteriana a los antimicrobianos más utilizados en la práctica veterinaria, teniendo como 
consecuencia fracasos terapéuticos y perpetuación del estado de enfermedad en los pacientes. 
Por otra parte, el preocupante potencial zoonótico, establece un problema para la salud 
pública. Los caninos son fuente de bacterias resistentes, el contacto íntimo con los 
profesionales veterinarios y dueños de las mascotas, establece la posibilidad de contaminación 
cruzada (Hanselman et al., 2006). Los animales de compañía son reservorios de Salmonela 
spp., MRSA, Staphylococcus lugdunensis, Staphylococcus schleiferi, Staphylococcus aureus 
meticilino sensible (MSSA), E. coli entre otras; la mayoría de estas bacterias son 
microorganismos normales de la flora intestinal, respiratoria o digestiva de los caninos. 
E. coli es una bacteria comensal utilizada como indicador de resistencia bacteriana, 
constituye parte de la flora normal intestinal de animales sanos. Algunas pueden ser patógenos 
oportunistas, actúan como indicadores de la presión de selección de los antimicrobianos y 
representan un reservorio de genes de resistencia potencialmente zoonótico. El estudio de 
sensibilidad antimicrobiana sobre E. coli permite documentar y comparar la resistencia entre 




diferentes animales y antibióticos utilizados comúnmente. Un estudio realizado por Murphy et 
al., (2009), en Ontario mostró una prevalencia de E. coli (aisladas en caninos clínicamente 
sanos, sin terapia antimicrobiana) resistente a cefalotina del 13 % (intervalo de confianza del 
97,5 %) (Murphy et al., 2009).  
El Staphylococcus Pseudointermedius es un comensal Gram positivo, común en piel y 
mucosas de los caninos. Gran parte de las infecciones de piel están asociadas a esta bacteria 
oportunista. En el 2006 se describió resistencia a la meticilina (Meticillin- resistant S. 
pseudintermedius) en Europa, mostrándose resistente a los antimicrobianos comúnmente 
utilizados en clínica de pequeños animales (Moodley et al., 2013).  
En 1988 se aisló por primera vez el Staphylococcus lugdunensis y Staphylococcus 
schleiferi, dos bacterias coagulasas negativas (ECN) oportunistas, sensibles a gran cantidad de 
antibióticos. Davis et al., (2005) documento multiresistencia de ambas bacterias a un gran 
número de ATMs. Estos patógenos asilados en infecciones de piel tanto en humanos como en 
animales, demostraron una vez más, ser potenciales patógenos para los veterinarios, que 
están en íntimo contacto con estos animales, llevan de manera asintomática en la piel o 


























III. JUSTIFICACION Y OBJETIVO 




III. JUSTIFICACIÓN Y OBJETIVOS. 
Los agentes infecciosos forman parte de las causas suficientes de muchas 
enfermedades, la mayoría de ellos penetran en el hospedador procedente del ambiente. Los 
animales, como todos los seres vivos, están en continuo contacto con diferentes 
microorganismos ambientales; esta interacción entre el individuo, el agente y el medio se 
conoce como la triada epidemiológica. Cuando estos tres factores se mantienen en equilibrio, 
el hospedador generalmente presenta un estado de salud. Al contrario, la enfermedad se 
presentará cuando este equilibrio se altere, ya sea: (a) porque el agente presente una alta 
virulencia, patogenicidad o toxicidad, (b) el hospedador esté inmunodeprimido, presente una 
predisposición circunstancial (neoplasias, diabetes, cirrosis, desnutrición, consumo de 
fármacos inmunosupresores, entre otras), o (c) el ambiente posea una carga elevada del 
agente por diversos factores (climáticos, topográficos, flora y fauna) que favorezcan su 
desarrollo o impidan su eliminación, el animal enferma (Thrusfield, 2005). 
Los antimicrobianos, son sustancias químicas utilizadas en el tratamiento de las 
enfermedades infecciosas. El éxito o fracaso de una terapéutica antimicrobiana va a depender 
también de la triada, en este caso, conformada por el agente causal, el animal y el ATM 
seleccionado. De esta manera, variaciones en la inmunidad del animal, presencia de patologías 
(hepatopatías, nefropatías, sepsis) o diferentes estados fisiológicos (gestación, lactancia) que 
modifiquen la farmacodinámia y por ende la concentración del ATM pueden generar 
mutaciones bacterianas que generen resistencia al antimicrobiano utilizado, el espectro, 
mecanismo de acción y concentración del antimicrobiano en el sitio de acción durante un 
tiempo determinado, pueden poner en peligro la eficacia del tratamiento antimicrobiano o 
prolongaran la duración del mismo. 
Por otro lado, una serie de actuaciones sobre los individuos, como puede ser un acto 
quirúrgico, puede facilitar la entrada de microorganismos, ya que el cirujano al incidir la piel, 
subcutáneo, músculo o peritoneo, está alterando las barreras de defensa naturales del 
organismo y privando al individuo de esa capacidad para frenar o detener las infecciones, 
permitiendo a diferentes microorganismos patógenos o no, acceder a condiciones 
medioambientales más propicias para su desarrollo. 
En el caso concreto de la ovariohisterectomía en caninos, al acceder a cavidad 
abdominal, se está permitiendo el ingreso de bacterias “habituales” de la piel, tales como 
Staphylococcus spp. y Streptococcus spp., entre otras. El animal puede desarrollar diversas 
enfermedades como peritonitis infecciosa, abscesos, colecta de líquido en abdomen, celulitis, 
infección de la herida, falta de cicatrización, entre otras complicaciones.  
La medicina preventiva veterinaria, se basa en la realización de un conjunto de 
actividades sanitarias tendentes a evitar que el animal enferme. Un aspecto relevante de esta 





medicina preventiva es el empleo de ATMs de forma profiláctica en cirugías. Esta forma de 
utilización de los ATMs para reducir la incidencia de infecciones en el sitio quirúrgico, ha sido 
tema de discusión durante años. La administración de un antibiótico de manera preventiva 
otorga numerables ventajas para el paciente y el clínico actuante, una rápida recuperación, 
menos días de internación, menores costos y riesgos. Aunque el uso profiláctico sin 
restricciones de los agentes antimicrobianos, puede resultar en un aumento del crecimiento 
bacteriano, desarrollo de microorganismos resistentes, aumento del costo de la hospitalización, 
y una mayor incidencia de efectos adversos para el paciente. Por lo tanto, se deben seguir de 
manera estricta los principios básicos en la utilización racional y prudente de los 
antimicrobianos peri-operatorios. Diferentes Colegios Profesionales como ECVS (European 
College of Veterinary Surgeons), consensos en guías como ASHP Therapeutic Guidelines; 
Guideline for Prevention of Surgical Site Infection, Mangram et al., 1999; Guidelines for the 
clinical use of antibiotics in the treatment of dogs and cats, Swedish Veterinary Association, 
entre otras; han recomendado utilizar de forma preventiva, según el tipo de cirugía, diferentes 
tipos de antimicrobianos de la familia de los β-lactámicos principalmente.   
La cefalotina es una cefalosporina indicada para la profilaxis prequirúrgica en caninos, 
principalmente en cirugías programadas, donde la asepsia prequirúrgica puede realizarse de 
manera exhaustiva y el procedimiento no confiere la perforación de vísceras. Las 
recomendaciones clínicas actuales establecen que el antimicrobiano debería ser administrado 
entre 30 a 60 minutos antes de la incisión quirúrgica, a los fines de alcanzar concentraciones 
tisulares adecuadas. Además, en los procedimientos quirúrgicos que se extiendan más de dos 
semividas de eliminación del antimicrobiano, se debería administrar otra dosis para garantizar 
concentraciones bactericidas en los tejidos.  
De acuerdo a la perspectiva del análisis farmacocinético/farmacodinámico (FC/FD) para 
β-lactámicos, el indicador de eficacia t>CIM debería estar entre el 50 y 80 % del intervalo de 
dosis, para lograr una adecuada eficacia antimicrobiana.  
No existen estudios farmacocinéticos de cefalotina en perros sometidos a cirugía y 
considerando por un lado el análisis FC/FD y por otro lado el hecho de que tanto la anestesia 
como el procedimiento quirúrgico podrían modificar la distribución y/o la eliminación del 
antimicrobiano, nos hemos propuesto el siguiente objetivo general: Evaluar la eficacia de la 
cefalotina utilizada de forma profiláctica, en perros sometidos a cirugía estándar, mediante 
índices FC/FD.  
 
 
Como objetivos particulares se citan los siguientes: 




  Describir los perfiles de concentraciones séricas y dérmicas de la cefalotina tras 
la administración intravenosa (IV) en perras, no sometidas a procedimiento 
quirúrgico. 
 Aislar e identificar Staphylococcus spp. y S. aureus a partir de la piel de perros 
sanos. 
o Crear de un cepario bacteriano autóctono de Staphylococcus spp. y S. 
aureus (n=48). 
o  Calcular la concentración inhibitoria mínima (CIM) de la cefalotina frente 
a cepas locales de Staphylococcus spp. y S aureus. 
 Describir los perfiles de concentraciones séricas, dérmicas, subcutáneas, 
musculares, y peritoneales de la cefalotina tras su administración IV en perras 
sometidas a procedimiento quirúrgico (OVH), con un protocolo anestésico 
estandarizado. 
 Calcular los índices de eficacia t>CIM, a partir de los valores obtenidos en los 
apartados anteriores. 
 Proponer una pauta posológica para pacientes sometidos a este tipo de 
procedimientos quirúrgicos. 
  


























IV. MATERIALES Y MÉTODOS 




IV. MATERIALES Y MÉTODOS. 
El ensayo se dividió en tres etapas: 
 
I. Estudio farmacocinético de la cefalotina en perras tras administración IV a dosis única. 
I.a. Estudio farmacocinético de la cefalotina tras administración IV a dosis única, 
en perras no sometidas a OVH (grupo control). 
I.b. Estudio farmacocinético de la cefalotina tras administración IV a dosis única, 
en perras sometidas a OVH. 
II. Estudio farmacodinámico: aislamientos dérmicos de Staphylococcus spp. 
procedentes de animales sanos y la determinación de la CIM de la cefalotina frente a 
los mismos. 
III. Cálculo del parámetro FC/FD para la cefalotina en suero y tejidos; junto a la 
propuesta posológica en pacientes sometidos a procedimientos quirúrgicos. 
La descripción de los materiales incluye a los animales, los fármacos, los materiales 
utilizados (durante las tomas de muestras, transporte y su procesamiento en laboratorio) y el 
equipamiento empleado en estas tres etapas.  
Por su parte en la metodología se describe la realización de cada etapa, las diferentes 
técnicas analíticas empleadas en el laboratorio, el procesamiento farmacocinético y estadístico 
de los datos, así como la integración de los parámetros farmacocinéticos con los obtenidos por 
farmacodinámia a través del dato de la CIM. 
IV.1.Materiales 
IV.1.1. Animales  
Para los muestreos de la etapa I (tabla IV.1), se utilizaron seis perras mestizas sanas, 
sin antecedentes de administración antimicrobiana (ni de ningún otro tipo) en el mes previo al 
ensayo, los animales fueron obtenidos del proyecto RSU (programa de Responsabilidad Social 
Universitaria) de la Universidad Católica de Córdoba (UCC), Argentina. En la tabla IX.12 del 
anexo, se adjuntan el hemograma y bioquímica sanguínea de los seis animales.  
Para la etapa II del ensayo, se utilizaron 50 perros de diferentes razas (tabla IV.2), 
clínicamente sanos, sin patologías macroscópicas en piel, sin antecedentes de medicación en 
el mes previo al ensayo, según su historial clínico. Los animales muestreados se ubicaban 
principalmente en el barrio Cerro de las Rosas, Córdoba, Argentina, pacientes de Kanus Centro 
Médico Veterinario. Todos los muestreos realizados fueron autorizados por los propietarios de 
las mascotas, con la firma del consentimiento informado.  





Tabla IV.1: Datos de los seis caninos utilizados en la etapa I. 






Selene A 3 9,60 
Picha B 2 9,45 
Sheila C 1 11,85 
Ema D 2 18,70 
Boba E 2 10,60 
Colita F 1 12,00 
 






Sexo Raza Barrio 
Roma 1 1 H Braco alemán Cerro 
Goyo 2 3 M Braco alemán Cerro 
Pecas 3 10 M Mestizo Cerro 
Ruffus 4 2 M Schnauzer mini Cerro 
Mora 5 4 H Labrador Cerro 
Rocko 6 1 M Caniche Cerro 
Titan 7 1 M Pinscher Cerro 
Preciosa 8 1 H Golden R Cerro 
Lola 9 13 H Duchshund Cerro 
Noa 10 13 M Mestizo Cerro 
Mora 11 7 H Cocker Cerro 
Cleo 12 10 H Cocker Cerro 
Antifaz 13 2 M Mestizo Villa Belgrano 
Bianca 14 1 H Caniche Cerro 
Pochola 15 2 H Duchshund Cerro 




Tutuca 16 5 H Duchshund Cerro 
Mia 17 8 H Mestiza Arguello 
Greta 18 1 H Caniche Centro 
Teo 19 3 M Labrador Cerro 
Machi 20 4 M Mestizo Cerro 
Lisa 21 12 H Fox terrier Cerro 
ACK 22 1 H Mestiza Cerro 
Alfonso 23 5 M Bichón F Cerro 
Fito 24 6 M Caniche Cerro 
Tier 25 12 M Pinscher alto Alberdi 
Uma 26 1 H Golden R Cerro 
Jack 27 16 M Golden R Urca 
Finita 28 8 H Whippet Urca 
Mapache 29 1 H Whippet Urca 
Firulais 30 4 M Mestizo Cerro 
Uli 31 4 H Boxer Villa Belgrano 
Nita 32 8 H Whippet Urca 
Sofía 33 4 H Boxer Urca 
Uma 34 1 H Mestiza Cerro 
Tota 35 3 H Mestiza Villa Belgrano 
Nacha 36 5 H Boxer Villa Belgrano 
Cachi 37 1 H Mestiza Cerro 
Hulk 38 1 M Golder R Bajo Palermo 
Bondiola 39 1 M Whippet Cerro 
Carlota 40 6 H Mestiza Urca 




Bepzi 41 4 H Mestiza Bajo Palermo 
Ona 42 2 H Bulldog Francés Cerro 
Toby 43 3 M Beagle Cerro 
Tormenta 44 4 H Mestiza Cerro 
Moncho 45 12 M Pointer Cerro 
Monroe 46 4 M Bulldog inglés Cerro 
Lassie 47 2 H Colie Urca 
Quini 48 3 H Caniche Villa Belgrano 
IV.1.2. Fármacos. 
Se utilizarón una presentación comercial de cefalotina CEFADE ® 1 gr (polvo liofilizado 
para reconstituir con 10 ml de solución fisiológica), frasco ampolla multidosis. Laboratorio 
Klonal lote 63312/2. Esta presentación fue utilizada en todas las etapas.  
Además para la confección de los patrones para el análisis por método microbiológico y 
las diluciones para la determinación de la CIM, se empleó cefalotina sódica como fármaco puro 
(lote nº 2436463), provista por el laboratorio European. 
Para la etapa Ib, se emplearon los siguientes agentes anestésicos inyectables en los 
animales sometidos a OVH: 
 Analmorph (Laboratorio Dr. Gray S.A.C.I., Argentina). Ampolla con 1 ml de morfina 
clorhidrato (1 %).  
 Acepromacina (Laboratorio Holliday, Argentina). Frasco ampolla con 50 ml de acepromacina 
maleato (10 mg/ml).  
 Fresofol 1%(Laboratorio Fresenius Kabi, Graz Austria). Ampolla con 20 ml de propofol (10 
mg/ml).  
 Gemepe Fentanilo (Laboratorio, Argentina). Ampolla con 5 ml de Citrato de Fentanilo (0,25 
mg/5 ml).  
 Forane (Abbott laboratorios S.A., Perú). Frasco por 100 ml de isoflurano. 
IV.1.3. Materiales utilizados en las cirugías y muestreos. 
IV.1.3.1. Descartables utilizados en etapa Ib en perras sometidas a ovariohisterectomia. 
Los descartables utilizados en los animales sometidos a ovariohisterectomia, fueron: 




 Paños de gasa estériles. 
 Tubos de plástico para análisis hematológico (con EDTA) y tubos de plástico para 
bioquímica sanguínea (sin EDTA). Laboratorio de la Universidad Católica de Córdoba. 
 Guantes de látex S y M estériles. 
 Sondas urinarias estériles. 
 Bolsa colectora de orina. 
 Abocath 20G y 22G (Jelco® I.V., Smiths Medical).  
 Perfus macrogotero. 
 Cinta de tela. 
 Jeringas y agujas de 1; 2,5 y 5 ml (Neojet, China). 
 Alcohol (Porta, Argentina). 
 Iodo povidona (Laboratorio Rodriguez Vidal - Icubex, Argentina). 
 Clorhexidina Spray (Holliday, Argentina). 
 Campos de friselina estériles. 
 Cofias, barbijos y delantales de friselina estériles. 
 Hoja de bisturí. 
 Material de sutura estéril. 
 Hilo de lino estéril. 
 Algodón hidrófilo. 
 Solución fisiológica de cloruro de sodio 0,9% (Suero Rivero Maxfuor, Argentina). 
IV.1.3.2. Materiales utilizados en los muestreos etapa Ia y Ib. 
Los materiales empleados en las diferentes tomas de muestras, transporte y 
almacenamiento en el laboratorio fueron los siguientes:  
 Jeringas y agujas estériles descartables de 1 y 3 ml (Neojet, China). 
 Guantes de látex descartables S y M. 
 Alcohol 90º (Porta, Argentina). 
 Algodón hidrófilo.  
 Planillas de muestreo.  
 Reloj digital.  
 Puntas para micropipeta descartables de 200 y 1000 μl (Gilson).  




 Tubos eppendorf de 2 ml.  
 Cajas porta-tubos eppendorf.  
 Gradillas.  
 Tubos de centrífuga descartables con tapas, identificados.  
 Cajas isotérmicas de poliestireno y geles refrigerantes.  
 Collares y correas. 
 Crema EMLA® (laboratorio Astrazeneca, Argentina) lidocaína 25 mg y prilocaína 25 mg.   
 Biopsy punch® 5 mm de diámetro (laboratorio Sovereign®).  
IV.1.3.3. Materiales utilizados en los muestreos etapa II. 
Para el muestreo de la etapa II se utilizó:  
 Hisopos estériles.  
 Tubos descartables de centrifuga estériles con tapa rosca. 
 Medio de transporte Stuar (Britania, Argentina). 
IV.1.3.4. Materiales utilizados para el análisis de las muestras etapa Ia y Ib. 
Para el análisis de las muestras obtenidas en la etapa Ia y Ib se utilizó: 
 Agar Mueller Hinton (Merck Chemicals, Alemania). 
 Agua Bidestilada. 
 Caldo Cerebro Corazón (Laboratorio Britania, Buenos Aires). 
 Solución reguladora de pH (4 y 7).   
 Materiales de vidrio diversos (erlenmeyers, matraces aforados, pipetas, etc).  
 Placas de Petri descartables x 10 cm diámetro. 
 Puntas para micropipeta descartables de 200 y 1000 μl.  
 Potter-Elvehjem (Sigma-Aldrich, EE UU). 
IV.1.3.4. Materiales utilizados en los análisis de las muestras etapa II. 
Para el análisis de las muestras obtenidas en la etapa II se utilizó: 
 Agar Mueller Hinton (Britania, Argentina).  
 Agar Chapman (MSA) (Biokar diagnostics, Francia).  
 ChromagarTM Staph aureus (CHROMagar, Francia). 




 Caldo cerebro corazón (Biokar diagnostics, Francia).  
 Placas de Petri descartables x 10 cm diámetro.  
 Cepa control S. aureus ATCC 29213. 
 Plasma de conejo liofilizado (Biokar diagnostics, Francia). 
 Placas estériles bioscreen C (Biokar diagnostics, Francia). 
 Glicerol al 10%.  
 Tubos eppendorf 2 ml.  
 Materiales de vidrio diversos (erlenmeyers, matraces aforados, pipetas, etc).  
IV.1.4. Equipamiento. 
IV.1.4.1.Equipamiento utilizado en la etapa Ia y Ib:  
En la etapa Ia y Ib se utilizaron los siguientes equipamientos: 
 Balanza para los animales (20g - 200 kg) (BalanCor, Argentina).  
 Rasuradora eléctrica Oster (USA). 
 Monitor multiparamétrico LCD (Feas electrónica S.A., Argentina). 
 Equipo de anestesia inhalatoria (Leistung, modelo 1220, Argentina). 
IV.1.4.2. Equipamiento utilizado en común en todas las etapas.  
El equipamiento común a todas las etapas realizadas en el laboratorio, ha sido el 
siguiente:  
 Balanza portátil; sensibilidad 0,1 g (Ohaus CS 200, USA).  
 Balanza analítica; sensibilidad 0,1 mg (Ohaus Adventurer AR2140, USA).  
 Baño termostático (Mod. Masson. Vicking, Argentina).  
 Agitador vortex (CKTech VI - 2, Argentina).  
 Centrífuga de 14.000 rpm (Gelec G. 130D, Agentina).  
 Centrífuga de 3.600 rpm (Rolco 2036, Argentina).  
 Micropipetas automáticas volumen variable de 10 a 100 μl y de 100 a 1000 μl (Socorex, 
Argentina).  
 Baño María (Vicking®, Modelo Masson, Argentina). 
 Peachímetro con electrodo pH/ATC (Denver Instrument UB-10, USA).  
 Neveras y congeladores.  




 Autoclave VZ100 tipo Chamberland (Argentina).  
 Densitómetro (Densimat, BioMérieux; Francia).  
 Estufa de cultivo (Faeta; Argentina).  
 Microbiology reader Bioscreen C (Bioscreen, Finlandia). 
 Agitador magnético (fbr®, Decalab S.R.L., Argentina). 
 Bomba de vacío.  
 Calibre digital vernier me1002 (Maxwell®, China). 
IV.1.4.3. Equipamiento utilizado Análisis de datos. 
Para el análisis de datos se utilizaron los siguientes equipamientos y programas 
informáticos: 
 Hoja de cálculo Microsoft Excel 2003. 
 Impresora DeskJet 720C (Hewlett Packard). 
 Microsoft Window 7. 
 Ordenador (Toshiba com prosesador CoreTM I3). 
 Procesador de texto Microsoft Word 2007. 
 Programa de tratamiento estadístico SPSS 6.1.3 1995. 
 Programa de tratamiento estadístico y gráficas Graph Pad Prism 1.0 1994. 
 Programa de tratamiento farmacocinético PK Solution 2.0 (Noncompartmental 
Pharmacokinetics Data Analysis Copyright © 1997 by David S. Farrier). 
IV.2. METODOS. 
IV.2.1. Diseño experimental. 
El diseño del experimento consistió en dividir a los ensayos en las tres etapas que se 
han mencionado previamente.  
Para las etapas Ia y Ib, se seleccionaron seis perras que formaron parte de dos grupos 
experimentales, realizándose un diseño experimental cruzado aleatorio, en el que cada sujeto 
fue su propio control, separados por un periodo de blanqueo de 15 días. Tanto en grupo 1 (G1) 
como en el grupo 2 (G2), se realizó el ensayo farmacocinético con cefalotina administrada a 
dosis única (25 mg/kg) por vía IV, siendo el G1 el grupo control (sin anestesia) y el G2 el grupo 
que se sometió a procedimiento quirúrgico de ovariohisterectomía.  
Se utilizó cefalotina CEFADE ® 1 gr para la dosis endovenosa.   




IV.2.1.1. Etapa I: Estudio farmacocinético de la cefalotina en perras tras administración IV 
a dosis única. 
IV.2.1.1.2 Estudio farmacocinético de la cefalotina tras administración IV a dosis única, 
en perras no sometidas a Ovariohisterectomia (grupo control). 
Los animales fueron seleccionados del proyecto RSU (programa de Responsabilidad 
Social Universitaria) de la UCC. Por historial clínico se verificó que ningún animal hubiera 
recibido tratamiento previo con ATMs u otros fármacos al menos un mes antes de comenzar 
con el estudio. Todos los animales de 1 a 3 años de edad, vacunados y desparasitados acorde 
a las pautas establecidas por la clínica de la Universidad. Al grupo de animales de la primera 
instancia se lo denominó grupo 1 (G1), el grupo control de animales sin anestesia ni 
procedimiento quirúrgico.  
El día previo al ensayo, las perras se encerraron en los caniles de la universidad, se les 
realizó el rasurado en la zona de las yugulares, antebrazo derecho y vientre del animal, y se  
dejó a disponibilidad una ración de balanceado y agua ad libitum. Ese día, se preparó todo el 
material necesario para el muestreo. 
El día del ensayo, se comenzó pesando los animales para calcular la dosis total a 
administrar. Luego, previo a la administración del fármaco, se extrajo una muestra de sangre 
de la vena yugular derecha, con el objetivo de analizarla y verificar la ausencia de medicación 
antimicrobiana que pudiera interferir con el ensayo. Inmediatamente, se administró el 
preparado comercial, a la dosis de 25 mg/kg en la vena cefálica antebraquial derecha. La 
sangre se extrajo a los 2, 4, 6, 10, 15, 20, 30, 45, 60 y 90 minutos, y a las 2, 4, 6, 8 y 12 horas 
posteriores a la administración del antibiótico (figura IV.1). En todos los casos se utilizó la vena 
yugular para la extracción de sangre. 
Todas las muestras se colocaron en tubos de plástico desechables para centrífuga, 
correctamente identificados alfanuméricamente y con tapa. Los mismos se fueron colocando en 
gradillas y éstas a su vez, dentro de cajas isotérmicas con geles refrigerantes, hasta el 
momento de extraerles el suero en el laboratorio. En este último, los tubos se colocaron en 
baño térmico a 38°C durante 45 minutos, para favorecer la retracción del coágulo, luego se 
centrifugaron a 3000 rpm durante 10 minutos, y el suero sobrenadante se separó con ayuda de 
una micropipeta, colocándoselo finalmente en un tubo eppendorf de 2 ml convenientemente 
rotulado (con la identificación que corresponde a esta etapa; tabla IV.1). Los tubos 
correspondientes a cada animal se acomodaron dentro de una caja porta-tubos eppendorf, 
rotulada y finalmente se congeló a -20°C hasta el momento de su análisis (el tiempo entre 
obtención y análisis no superó los 2 meses). 




En esta etapa también se tomaran muestras de piel a los 15, 30, 60 y 120 minutos 
posteriores a la administración de CFL. Treinta minutos previos a la extracción de piel, se 
colocó crema EMLA® (Lidocaína 25 mg y Prilocaína 25 mg) en las zonas del vientre del animal 
y posterior colocación de un parche dérmico para facilitar la absorción de la crema hasta el 
momento del muestreo y evitar que sea lamido por el animal. Las muestras de piel se 
recolectaron con cuchilla cilíndrica de 5 mm de diámetro (Biopsy Punch, Sovereign®), con 
previa extracción del parche dérmico y antisepsia de la zona. Cada muestra fue secada con 
gasas estériles (para extraer el exceso de sangre), pesada y almacenada en tubos eppendorf 
de 2 ml con 0,4 ml de solución bufferada (pH6), convenientemente rotulados de manera 
alfanumérica. Finalmente los tubos correspondientes a cada animal se acomodaron dentro de 
una caja porta-tubos eppendorf, rotulada; se congeló a -20°C hasta el momento de su análisis 
(el tiempo entre obtención y análisis no superó los 2 meses). 
 
Figura IV.1: Esquema de muestreo etapa Ia, caninos no sometidos a OVH, grupo control. 
IV.2.1.1.3 Estudio farmacocinético de la cefalotina tras administración IV a dosis única, 
en perras sometidas a ovariohisterectomía. 
Luego de transcurrir 15 días de la experiencia anterior, como periodo de lavado, 
asegurando que los animales no presenten en sangre residuos de antibióticos que puedan 
interferir en esta nueva experiencia, se trasladó a los seis animales a Villa del Rosario a la 
Facultad de Veterinaria, de la Universidad Nacional de Villa María. A este grupo de animales se 
los denominó grupo 2 (G2), animales bajo anestesia y sometidos a OVH. 
El día previo al ensayo, las perras se encerraron en los caniles de la universidad, se les 
realizó el corte de pelo en la zona de las yugulares, antebrazo izquierdo y vientre del animal, y 
se les dejó a disponibilidad una ración de balanceado y agua ad libitum. Además en ese día, se 
preparó todo el material necesario para el muestreo y para las OVH. 




El G2 fue sometido a una anestesia general inhalatoria, previamente se extrajo la 
muestra control de sangre de cada animal. El procedimiento incluyo premedicación vía IM con 
morfina (0,5 mg/kg) y acepromacina (0,05 mg/kg), inducción con propofol (dosis IV a efecto) y 
mantenimiento con isofluorano más una infusión IV de fentanilo (10 μg/kg/h). La fluidoterapia se 
realizó con solución salina a razón de 10 ml/kg/h, en la cefálica antebraquial derecha. Los 
animales fueron monitorizados durante toda la cirugía (tabla XI.11). La administración de 
cefalotina se realizó inmediatamente después de la inducción, en la cefálica ante braquial 
izquierda, a la dosis de 25 mg/kg. La sangre se extrajo a los mismos tiempos que al grupo G1: 
2, 4, 6, 10, 15, 20, 30, 45, 60 y 90 minutos, y a las 2, 4, 6, 8 y 12 horas posteriores a la 
administración del antibiótico. En todos los casos se utilizó ambas venas yugulares para la 
extracción de sangre. Luego se procedió al igual que en el G1, con el transporte y 
almacenamiento. 
En esta etapa también se tomaran muestras de piel a los 15 y 30 minutos posteriores a 
la administración de CFL. Las muestras de piel se recolectaron y almacenaron como se 
procedió en el G1. 
Las muestras de tejido subcutáneo, músculo y peritoneo se tomaron postadministración 
de cefalotina a los 30, 45, 60, 90 y 120 minutos, del vientre del animal (figura IV.2 y 3). Cada 
ejemplar fue cuidadosamente secado con gasas estériles (para extraer el exceso de sangre), 
pesado y colocado en tubos eppendorf de 2 ml con 1 ml de solución bufferada (pH6), 
convenientemente rotulados de manera alfanumérica. Finalmente los tubos correspondientes a 
cada animal se acomodaron dentro de una caja porta-tubos eppendorf, rotulada y finalmente se 
congeló a  -20°C hasta el momento de su análisis (el tiempo entre obtención y análisis no 
superó los 2 meses).  
 
Figura IV.2: Región anatómica de la toma de muestra de piel, tejido subcutáneo, músculo y 
peritoneo. Vista ventro-dorsal del canino, región abdominal de línea alba. 
 





Figura IV.3: Esquema de muestreo etapa Ib, caninos sometidos a anestesia inhalatoria y OVH. 
IV.2.1.2. Etapa II: Estudio farmacodinámico: determinación de la CIM de la cefalotina 
frente aislamientos dérmicos de Staphylococcus spp. procedentes de animales sanos. 
IV.2.1.2.1 Aislamientos dérmicos de Staphylococcus spp. procedentes de animales 
sanos. 
El relevamiento se llevó a cabo en 50 perros elegidos al azar, clínicamente sanos 
(principalmente, sin alteraciones dérmicas o historial de dermatitis) de diferentes razas y grupos 
etarios, pertenecientes a la provincia de Córdoba en su mayoría del barrio Cerro de las Rosas 
(Tabla IV.2). Todos los animales muestreados, se seleccionaron según su historial clínico 
(Registros de Kanus Centro Médico Veterinario), con el consentimiento informado por parte de 
los propietarios. Se procedió al hisopado de la piel del vientre del animal, en zona de la línea 
alba. Las muestras se colocaron en tubos con medio de transporte Stuar, refrigerados a 4 °C 
hasta remisión al laboratorio, para su análisis. 
Luego se procedió a la siembra de cada hisopado en agar manitol salado (MSA) 
incubándose a 37 °C durante 24 h. Del crecimiento bacteriano en MSA, se realizó el test de 
coagulasa en suero de conejo (Biokar diagnostics, Francia), para diferenciar las cepas de 
Staphlylococcus positivas de las negativas. Se inoculó una colonia bacteriana en 3 ml de caldo 
infusión cerebro corazón (CCC), y se incubaron durante 18 h a 37°C. Posteriormente se colocó 
en tubo estéril 300 μl del cultivo, al cual se le agregó el mismo volumen de plasma de conejo. 
Se incubó el tubo en un baño a 37°C y se observó a las 4 y 24 h la formación de un coágulo. 




Como método complementario, las cepas coagulasa positivas se resembraron en agar 
cromógeno selectivo para S. aureus (CHROMagar™ Staph aureus) para confirmar la presencia 
de esta cepa bacteriana. Tanto S. aureus como S. coagulasa negativos aislados de piel, se 
crioconservaron en caldo cerebro corazón con el agregado de glicerol, a -80 °C hasta el 
momento de realizar el test de microdilución en caldo (CLSI, 2013) para la estimación de la 
concentración inhibitoria mínima de cefalotina (el tiempo entre obtención y análisis no superó 
los 2 meses).  
IV.2.1.2.2. Determinación de la CIM de la Cefalotina frente aislamientos dérmicos. 
El fundamento de este método consiste en evaluar la actividad antimicrobiana (CIM), 
tras exponer un microorganismo a diferentes concentraciones de un ATM (CFL en este caso) 
en caldo de cultivo. La CIM se determinó por el método micro-dilución según normas del 
Instituto de Estándares Clínicos y de Laboratorio (CLSI/NCCLS, 2012), empleando como cepa 
control S. aureus ATCC 29213.  
Se elaboraron soluciones madre de CFL (SM) en agua bidestilada, las cuales se 
mantuvieron fraccionadas en tubos herméticos y congelados a -20°C. La tabla IV.3  muestra los 
valores de concentraciones de estas soluciones, identificadas alfabeticamente de la A a la I. Se 
partió de una Solución Madre (SM1), que se elaboró teniendo en cuenta la pureza de la CFL 
(98,8 % p/p), sustancia provista por European pharmacopea reference Standar y la precisión 
de la balanza analítica (Ohaus Adventurer AR2140; sensibilidad: 0,0001 g) utilizada para pesar 
dicha sustancia por única vez. De tal forma que se pesaron 0,0040 g (4,04858 mg) de 
sustancia, que corresponden a 4 mg de CFL. Esta cantidad se disolvió en 10 ml de agua ultra 
pura, obteniéndose una concentración final de 400 μg/ml. 
La tabla IV.4 muestra la elaboración de los estándares (SE) de CFL, partiendo de las 
soluciones madres, así como las concentraciones finales. 
Se colocó 0,05 ml de cada solución estándar en placas estériles bioscreen C, junto con 
0,05 ml de 106 unidades formadoras de colonias por mililitro (UFC/ml) de cada cepa 
crioconservada en el aislamiento dérmico. La dilución final obtenida fue de 10 µg/ml a 0,032 
µg/ml (tabla IV. 5). 
Cada cepa crioconservada, obtenida en el aislamiento dérmico, se atemperó en 
heladera durante 60 minutos, y luego a temperatura ambiente hasta su total descongelación. 
Cada cepa bacteriana fue sembrada en agar Muller Hinton, colocadas en estufa a 38 °C 
durante 12 h. Del crecimiento bacteriano, se replicó una colonia y fue colocada en solución 
fisiológica hasta llegar a 0,5 MF/ml. De allí se tomaron 0,1 ml y se lo colocó en un eppendorff 
con 0,9 ml de solución fisiológica estéril, vórtex durante 5 minutos, y luego se pasó 0,1 ml a un 




eppendorff con 0,9 ml de solución fisiológica estéril llegando a una concentración final de 106 
MF/ml (Figura IV.4).  
Tabla IV.3: Elaboración y concentraciones finales de las soluciones madres de CFL en agua 
bidestilada. 
Identificación 
de la SM 
N° del SM 
empleada 
Volumen 
utilizado de la SM 
(ml) 
Volumen final de la 
dilución (ml) 
Concentración 
de CFL (µg/ml) 
A SM1 0,4 4 40,0 
B SMA 1 2 20,0 
C SMB 1 2 10,0 
D SMC 1 2 5,00 
E SMD 1 2 2,50 
F SME 1 2 1,20 
G SMF 1 2 0,60 
H SMG 1 2 0,30 
I SMH 1 2 0,15 
 
 
Tabla IV.4: Elaboración y concentraciones finales de las soluciones estándares de CFL en 
agua bidestilada. 
Identificación 
de la SE 
N° del SM 
empleada 
Volumen 
utilizado de la SM 
(ml) 
Volumen final de la 
dilución (ml) 
Concentración 
de CFL (µg/ml) 
1 SMA 1 2 20,0 
2 SMA 0,8 2 16,0 
3 SMB 0,8 2 8,00 
4 SMC 0,8 2 4,00 
5 SMD 0,8 2 2,00 
6 SME 0,8 2 1,00 
7 SMF 0,8 2 0,50 
8 SMG 0,8 2 0,25 
9 SMH 0,8 2 0,12 









Tabla IV.5: Diluciones finales obtenidas luego de la exposición de CFL a la cepa bacteriana.  
 
Numeración de 
la dilución final 
N° del SE 
empleada 
Volumen 
utilizado de la 
SE (ml) 
Volumen final 
de la dilución 
(ml) 
Concentración 
de CFL (µg/ml) 
1 SE1 0,05 0,1 10,0 
2 SE2 0,05 0,1 8,00 
3 SE3 0,05 0,1 4,00 
4 SE4 0,05 0,1 2,00 
5 SE5 0,05 0,1 1,00 
6 SE6 0,05 0,1 0,50 
7 SE7 0,05 0,1 0,25 
8 SE8 0,05 0,1 0,12 
9 SE9 0,05 0,1 0,06 
10 SE10 0,05 0,1 0,032 
 
Figura IV.4: Diluciones de cada cepa bacteriana, realizadas para obtener 106 MF/ml y ser 
colocadas en las placas estériles bioscreen C. 
Se prepararon 4 placas bioscreen C estériles, con diluciones de 10 µg/ml hasta 0,032 
µg/ml de CFL en cada pocillo para cada cepa bacteriana, ordenadas numéricamente según 
detalla la tabla IV.6. 
Tabla IV.6: Datos de placas Bioscreen C. 
N° de placa N° de fila Cepa bacteriana 
1 1 1 
1 11 44 
1 21 45 
1 31 32 
1 41 29 
1 51 9 




1 61 22 
1 71 20 
1 81 ATCC 
1 91 *CONTROL 
2 101 4 
2 111 5 
2 121 6 
2 131 8 
2 141 10 
2 151 11 
2 161 12 
2 171 24 
2 181 26 
2 191 *CONTROL 
3 1 27 
3 11 28 
3 21 30 
3 31 31 
3 41 34 
3 51 36 
3 61 41 
3 71 42 
3 81 39 
3 91 *CONTROL 
4 101 43 
4 111 47 
4 121 13 
4 131 14 
4 141 16 
4 151 17 
4 161 19 
4 171 21 
4 181 23 
4 191 *CONTOL 
*Control: Conformado, desde el pocillo 91 al 95 y 191 al 195, por caldo cerebro corazón sin 
antibióticos. Y desde 96 al 100 y del 196 al 200, por cepa bacteriana ATCC no expuesta a 
diluciones antibióticas.   
Cada cepa fue cultivada durante 20 h, midiendo su espectofotometria cada 1 h por 
medio del Bioscreen C (Filter 600mm brow - temperatura 37°C). La CIM fue calculada teniendo 




en cuenta el número de cepas inhibidas en las diferentes concentraciones analizadas. A partir 
de ellas se calculó la proporción de cepas inhibidas y finalmente la frecuencia relativa 
acumulada de inhibiciones en el 50 y 90 % de las cepas inhibidas (CIM50 y CIM90 
respectivamente). 
IV.2.1.3. Etapa III: Cálculo del parámetro FC/FD para la cefalotina en piel y propuesta 
posológica en pacientes sometidos a procedimientos quirúrgicos. 
Debido a que los β-lactámicos se consideran ATMs tiempo dependientes, se empleó el 
indicador FC/FD t>CIM, es decir el tiempo en el cual las concentraciones de un ATM se 
mantienen por encima de la CIM. Según Toutain (2002), el parámetro se calcula por 
observación directa en una gráfica farmacocinética de concentración plasmática vs tiempo. En 
nuestro caso fue considerado el perfil farmacocinético observado en G2 y las CIM estimadas 
en la etapa II. A su vez para precisar el cálculo, se realizó interpolaciones por regresión lineal, 
entre los datos de concentración de las curvas farmacocinéticas, con las diferentes CIM.  
IV.2.2. Metodología analítica. 
IV.2.2.1. Detección y cuantificación de CFL. 
La detección y cuantificación de CFL se realizó por el método microbiológico de Bennet 
(1966). El mismo se basa en la comparación de la respuesta (en forma de halo de inhibición) 
del crecimiento de un microorganismo sensible (en este caso Bacillus stearothermophilus 
ATCC 10149) a diferentes concentraciones del ATM. Inicialmente se somete al microorganismo 
a concentraciones conocidas del antibiótico, dilucidando de esta manera los halos de inhibición 
a diferentes concentraciones (curva patrón); para posteriormente compararlas con los halos de 
inhibición de las muestras (concentraciones desconocidas o problema) bajo idénticas 
condiciones durante el ensayo. Estos valores se ajustan mediante regresión matemática, 
donde el diámetro del halo es la variable dependiente (y) y el logaritmo de la concentración es 
la variable independiente (ln x). Se obtiene la siguiente fórmula: y = a (ln X) ± b. donde (a) es la 
pendiente de la recta y (b) la ordenada al origen. A partir de esta fórmula se despejan los 
valores de las incógnitas, que en el caso de las muestras problemas son las concentraciones 
de CFL; mediante el antilogaritmo obtendremos las concentraciones en g/ml de las muestras 
problema. 
Las muestras de suero o tejido (60 µl) se depositaron en orificios de 7 mm realizados en 
el agar Mueller Hinton (por medio de un sacabocados conectado a una bomba de vacío) que 
contiene al Bacillus stearothermophilus disperso en él. Las muestras sembradas se incubaron 
durante 18 h a 60°C. Por último se realizo las mediciones de los halos de inhibición por medio 
de un calibre digital (Vernier) (figura IV.5). 







Figura IV.5: Medición de los halos de inhibición (método microbiológico). A) La medición de 
halo se realiza tomando el diámetro completo de la circunferencia. B) Medición realizada con el 




 Se procedió al sembrado de la cepa de Bacillus stearothermophilus ATCC 10149 en 
agar Mueller Hinton, se incubo durante 18 h a 60°C. Del crecimiento obtenido por siembra por 
agotamiento se seleccionó una unidad formadora de colonia que fue colocada en caldo cerebro 
corazón e incubado durante 18 h a 60°C. El caldo obtenido luego de las 18 h de incubación fue 
llevado a 1,5 en la escala MacFaland de turbidez, para lo cual se emplea un densitómetro 
(Densimat).  
Se prepararon erlenmeyers con 250 ml de agar Muller Hinton (estériles con pH 7) a 45 
ºC (estado semilíquido), adicionando 5 ml del inóculo preparado anteriormente. Se homogenizó 
el contenido y se colocó 15 ml de agar con el inoculo por cada placa de Petri (10 cm de 
diámetro) y se dejó gelificar el agar a temperatura ambiente. 
Una vez gelificado el medio se realizaron hoyuelos (de 7 mm) con sacabocado estéril 
donde se depositaron 60 l de muestra o solución patrón con antibiótico. Cada placa contuvo 
solo 5 hoyuelos para 5 muestras, un número bajo de muestras por placa para evitar que los 
halos se solapasen. Pasado el período de incubación se midieron los diámetros de los halos 
inhibitorios. Estos valores se utilizaron, como hemos indicado anteriormente, para obtener la 
curva de calibración o para calcular las concentraciones de las muestras problema. 
IV.2.2.2.Validación del Método Microbiológico en suero canino.  
Se elaboraron unas soluciones estándares de concentración conocida de CFL en suero. 
Los diámetros de los halos de inhibición obtenidos en función de los valores de dichas 
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concentraciones, permitieron la realización de las curvas de calibración, a partir de las cuales 
se pudieron calcular los valores de precisión y exactitud del método empleado.  
Se elaboraron soluciones stock de CFL en agua, las cuales se mantuvieron 
fraccionadas en tubos herméticos y congelados a -20°C. La tabla IV.7, 8 y 9 muestran los 
valores de concentraciones de estas soluciones, identificadas numéricamente del 1 al 12.  
La solución madre n° 1 se elaboró teniendo en cuenta la pureza de la CFL (98,8% p/p), 
sustancia provista por European pharmacopea reference Standar, y la precisión de la balanza 
analítica (Ohaus Adventurer AR2140; sensibilidad: 0,0001 g) utilizada para pesar dicha 
sustancia por única vez. De tal forma que se pesaron 0,0152 g (15,2 mg) de sustancia, que 
corresponden a 15 mg de CFL. Esta cantidad se disolvió en 15 ml de agua ultra pura, 
obteniéndose una concentración final de 1000 μg/ml. 
 


















1 - - - 15 1000,00 
2 3 SM1 3 6 500,00 
3 3 SM2 3 6 250,00 
4 3 SM3 3 6 125,00 
5 3 SM4 3 6 62,50 
6 3 SM5 3 6 31,25 
7 3 SM6 3 6 15,63 
8 3 SM7 3 6 7,81 
9 3 SM8 3 6 3,91 
10 3 SM9 3 6 1,95 
11 3 SM10 3 6 0,98 
12 3 SM11 3 6 0,49 
























Volumen  final 





SS1 2 SM1 8 10,00 200,00 
SS2 1 SM1 5,667 6,667 150,00 
SS3 2 SM2 8 10,00 100,00 
SS4 2 SM3 8 10,00 50,00 
SS5 2 SM4 8 10,00 25,00 
SS6 2 SM5 8 10,00 12,50 
SS7 2 SM6 8 10,00 6,25 
SS8 2 SM7 8 10,00 3,13 
SS9 2 SM8 8 10,00 1,56 
SS10 2 SM9 8 10,00 0,78 
SS11 2 SM10 8 10,00 0,39 
SS12 2 SM11 8 10,00 0,20 
SS13 2 SM12 8 10,00 0,10 
SS14 2 SM13 8 10,00 0,05 
 
 

















1 1 SS 1 3 4 50,00 
2 1 SS 2 3 4 37,50 
3 1 SS 3 3 4 25,00 
4 1 SS 4 3 4 12,50 
5 1 SS 5 3 4 6,25 
6 1 SS 6 3 4 3,13 
7 1 SS 7 3 4 1,56 
8 1 SS 8 3 4 0,78 
9 1 SS 9 3 4 0,39 
10 1 SS 10 3 4 0,20 
11 1 SS 11 3 4 0,10 
12 1 SS 12 3 4 0,05 




IV.2.2.3. Validación del Método Microbiológico en tejidos caninos.  
Se elaboraron soluciones estándares de concentración conocida de CFL en diferentes 
tejidos (piel, tejido subcutáneo, músculo y peritoneo). Los diámetros de los halos de inhibición 
obtenidos en función de los valores de dichas concentraciones, permitieron la realización de las 
curvas de calibración, a partir de las cuales se pudieron calcular los valores de precisión y 
exactitud del método empleado. Se elaboraron soluciones stock de CFL en agua, las cuales se 
mantuvieron fraccionadas en tubos herméticos y congelados a -20°C. Las tablas IV.10 y 11 
muestran los valores de concentraciones de estas soluciones, identificadas numéricamente del 
1 al 11.  
La solución madre n° 1 se elaboró como acabamos de mencionar teniendo en cuenta la 
pureza de la CFL (98,8% p/p), y la precisión de la balanza analítica. De tal forma que se 
pesaron 0,042 g (40,2 mg) de sustancia, que corresponden a 40 mg de CFL. Esta cantidad se 
disolvió en 10 ml de agua ultra pura, obteniéndose una concentración final de 4000 μg/ml. 
 

















CFL (µg/ml) de la 
SM 
SM1 - - 1,00 - 4000,00 
SM2 0,1 SM1 9,90 10,00 400,00 
SSA 0,25 SM2 9,75 10,00 100,00 
SSB 0,50 SMA 9,50 10,00 50,00 
SSC 0,50 SMB 9,50 10,00 25,00 
SSD 0,50 SMC 9,50 10,00 12,50 
SSE 0,50 SMD 9,50 10,00 6,25 
SSF 0,50 SME 9,50 10,00 3,13 
SSG 0,50 SMF 9,50 10,00 1,56 
SSH 0,50 SMG 9,50 10,00 0,78 
SSI 0,50 SMH 9,50 10,00 0,39 
SSJ 0,50 SMI 9,50 10,00 0,20 










Tabla IV.11: Elaboración y concentraciones finales de los patrones de CFL realizado para cada 


















1 1 SS A 1 2 50,00 
2 1 SS B 1 2 25,00 
3 1 SS C 1 2 12,50 
4 1 SS D 1 2 6,25 
5 1 SS E 1 2 3,13 
6 1 SS F 1 2 1,56 
7 1 SS G 1 2 0,78 
8 1 SS H 1 2 0,39 
9 1 SS I 1 2 0,20 
10 1 SS J 1 2 0,10 
11 1 SS K 1 2 0,05 
 
Luego de la elaboración de las diluciones para cada patrón (tabla IV.11), se realizó el 
homogeinato de los tejidos. Se colocó 1 gr del tejido (piel, tejido subcutáneo, músculo y 
peritoneo en cada validación correspondiente) obtenido de un animal sin tratamiento ATM 
previo. Se pesaron los tejidos, previamente secado con gasa para evitar la contaminación 
sanguínea. En el tubo de vidrio Potter-Elvehjem (Sigma-Aldrich) de 3 ml de capacidad, se 
trituro la muestra durante 3 minutos (hasta lograr una pasta uniforme). Se depositó cada 
muestra en un eppendorf estéril y se colocó en el vórtex durante 10 minutos previo a su 
utilización.   
IV.2.2.4. Linealidad. 
Indica la relación lineal que existe entre los valores de una variable independiente, en 
este caso las concentraciones patrones de CFL y la variable de respuesta como es el caso de 
los halos de inhibición. Se evaluó este criterio para suero y los diferentes tejidos (piel, tejido 
subcutáneo, músculo y peritoneo), el intervalo de concentraciones comprendidos entre 0,05 y 
50 μg/ml. Los diferentes patrones fueron inoculados seis veces por día, en tres días diferentes. 
Se realizó un análisis de regresión logarítmica sobre un gráfico de coordenadas cartesianas, 
indicándose este atributo mediante el coeficiente de determinación r2.  
IV.2.2.5. Precisión y exactitud. 
La precisión refleja la proximidad entre las diferentes medidas individuales de una 
misma concentración. Se describe por el coeficiente de variación:  





                                          
 
El cálculo se realizó, contemplando los resultados de las diámetros de inhibición, luego 
de realizar el método microbiológico inoculando cada una de las concentraciones de CFL 
dieciocho veces en un total de tres días (seis por día), de modo de determinar la variación inter-
día o reproducibilidad. Además se calculó la variación intra-día, o repetibilidad, luego de 
inocular cada dilución de CFL dos veces seguidas, tres veces en el día (con un período de 
espera, entre dos inoculaciones continuas, de aproximadamente cuatro horas). Se considera 
que para cada nivel de concentración estos valores no deben ser superiores al 15 %, excepto 
para el límite de cuantificación que puede ser de hasta el 20 %.  
Por otra parte, la exactitud describe la proximidad de los resultados obtenidos a partir 
del método analítico respecto del valor verdadero. Surge de la relación entre la concentración 
experimental de CFL y la teórica.  
                                                                       
 
El denominador de la fórmula es el valor que teóricamente deben tener los estándares 
luego de su elaboración (ej. 0,05 μg/ml), mientras que la concentración experimental surge de 
la aplicación de las ecuaciones de la recta de calibrado. Una exactitud del 100 % es cuando 
tanto las concentraciones experimentales como las teóricas son iguales, y el valor de este 
criterio debe encontrarse entre el 80 y 120 % para ser aceptable (VICH / GL2, 1998).  
IV.2.2.4. Límite de detección y cuantificación.  
Las dos expresiones se relacionan con la sensibilidad del método analítico. El límite de 
cuantificación se corresponde con la concentración más baja que puede cuantificarse 
empleando el método validado. Se consideró a este límite teniendo como premisa que debe ser 
reproducible con una precisión menor o igual de 20 % y una exactitud entre el 80 y 120 %. Se 
estableció al límite de detección como la mínima concentración que la técnica es capaz de 
detectar sin repetir (o con gran variabilidad en la repetición) los resultados.  
IV.2.3. Tratamiento farmacocinético. 
Una vez obtenidas las concentraciones séricas y en tejidos para la CFL en la etapa Ia y 
Ib se construyeron las curvas concentración vs tiempos de extracción, y se calcularon los 
parámetros farmacocinéticos correspondientes. 
Concentración experimental x 100 
 
Precisión (%) = 








Para el análisis farmacocinético de las concentraciones de CFL en suero y en tejidos 
frente al tiempo, se utilizó el programa informático PK solution®, versión 2.0. Se empleó un 
modelo no compartimental para el análisis de los datos.  
La estimación de los parámetros farmacocinéticos se llevó a cabo utilizando el modelo 
de cálculo basado en la estimación del área bajo la curva (ABC), descrito por el perfil 
concentración – tiempo. En este caso, la estimación del ABC se realiza mediante la aplicación 
de la regla trapezoidal clásica. 
Los parámetros y constantes utilizados para el análisis farmacocinético en suero y 
tejidos fueron: 
Concentración máxima observada      Cmax 
Tiempo correspondiente a la Cmax          Tmax 
Constante de absorción                      λa         2,303.s 
                                                                s: pendiente de la recta en la fase de absorción 
Constante de eliminación                    λe          - 2,303.s 
                                                                s: pendiente de la recta en la fase de eliminación 
Semivida de absorción                        t½λa      0,693 
                                                            λa 
Semivida de eliminación                       t½λe         0,693 
                                                            λe 








Biodisonibilidad                                     
Cn: concentración final observada 
ABC 0-t 
t: tiempo; C: concentración  
F 










Tiempo medio de residencia  TMR        ABMC∞ 
                                                            ABC∞ 
 
Tiempo medio de absorción                  TMA      TMRvía IM – TMRvía IV 
 
Volumen aparente de distribución calculado por el método de área  
                                            Vdarea    Dosis 
                                                       ABC∞-λe 
Volumen aparente de distribución en el estado de estacionamiento 
                                             Vdss     Dosis 
                                                        ABC∞2 
Aclaramiento plasmático      Cl         Dosis – F 
                                                        ABC∞ 
IV.2.4. Tratamiento estadístico. 
Todos los parámetros farmacocinéticos de las concentraciones séricas y de tejidos 
obtenidos de cada animal se procesaron y se ajustaron de forma individual y posteriormente, 
se procedió al cálculo de la media y desvío estándar de los parámetros farmacocinéticos entre 
los seis individuos para cada una de las etapas realizadas. 
Los parámetros farmacocinéticos de todos los animales, tras cada tratamiento, fueron 
analizados utilizando el programa estadístico Infostat®, versión 2008. 
Los datos fueron procesados mediante un análisis de la varianza (ANOVA), para la 
realización de este test, los datos debieron cumplir con los supuestos de normalidad y 
homocedasticidad. Por lo tanto se utilizaron las pruebas de Shapiro Wilks y ANOVA (a los 
residuos absolutos de los diferentes parámetros) para la normalidad y homocedasticidad, 
respectivamente. 
tn: tiempo final observado 




Cuando los datos no cumplieron con los supuestos anteriores, se empleó la estadística 
no paramétrica de Kruskall Wallis comparando los datos de manera pareada. En todos los 



















V.1. Metodología analítica.  
Los resultados de la puesta a punto y validación del método microbiológico con CFL en 
suero y tejidos caninos, se exponen a continuación en los siguientes apartados. 
V.1.1. Rectas de calibración y linealidad. 
A partir de las soluciones estándares en suero canino (tabla IV.9) se construyó una 
curva de calibrado que permitió establecer la linealidad (figura V.1). Las concentraciones 
analizadas por medio microbiológico corresponden al intervalo comprendido entre 0,05 y 50 
μg/ml.  
La relación existente entre las distintas concentraciones de CFL y el diámetro de los 
halos de inhibición resultó logarítmica en el intervalo de concentraciones ensayadas. La 
ecuación logarítmica y el coeficiente de determinación r2 obtenidos por regresión logarítmica 
fueron: 
y = 3,7178ln(x) + 29,862  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x = concentración (µg/ml). 
r2 = 0,9827 
Debido a que el intervalo de concentraciones de los patrones de CFL en suero fueron 
amplios, se elaboraron dos regresiones logarítmicas de calibrado para las concentraciones 
comprendidas desde 0,05 a 1,56 y desde 1,56 a 50 µg/ml. El análisis, mediante regresión 
logarítmica por mínimos cuadrados, de los valores del diámetro en milímetros de los halos de 
inhibición bacteriana para las concentraciones de CFL en suero comprendidas entre 0,05 y 
1,56 µg/ml (figura V.2), dio lugar a la siguiente ecuación: 
y= 4,5727ln(x)+31,021  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml). 
  r² = 0,9825  
Por otra parte para los valores de concentraciones de CFL entre 1,56 a 50 µg/ml (figura 
V.3), se obtuvo la siguiente ecuación: 
y = 2,8582ln(x) + 32,074  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml).  
r² = 0,9964 
 





Figura V.1: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en suero canino y el diámetro en mm de los halos de 






Figura V.2: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en suero canino comprendidas entre 0,05 y 1,56 µg/ml y el 























































































Figura V.3: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en suero canino comprendidas entre 1,56 a 50 µg/ml y el 
diámetro en mm de los halos de inhibición por método microbiológico. 
El procedimiento para la construcción de las curvas de calibración y la linealidad de CFL 
en los diferentes tejidos fue similar al realizado en suero. Se observa la relación logarítmica 
entre las concentraciones de los estándares de CFL en tejidos (piel, tejido subcutáneo, 
músculo y peritoneo; tabla IV.11) vs los diámetros de los halos de inhibición del método 
microbiológico para el intervalo de concentraciones comprendido entre 0,05 y 50 μg/ml. 
Piel: y = 4,7906ln(x) + 34,734  
Donde y: diámetro en mm del halo de inhibición, x = concentración (µg/ml). 
r² = 0,9932 (figura V.4) 
Tejido Subcutáneo: y = 4,1745ln(x) + 33,642  
Donde y: diámetro en mm del halo de inhibición, x = concentración (µg/ml). 
 r² = 0,9943 (figura V.5) 
Músculo: y = 4,416ln(x) + 33,217  
Donde y: diámetro en mm del halo de inhibición, x = concentración (µg/ml).  
r² = 0,9653 (figura V.6) 
Peritoneo: y = 4,7386ln (x) + 35,466 
Donde y: diámetro en mm del halo de inhibición, x = concentración (µg/ml).  



















































Figura V.4: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en piel canina y el diámetro en mm de los halos de inhibición 
por método microbiológico. 
 
 
Figura V.5: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en tejido subcutáneo canino y el diámetro en mm de los 
















































































Figura V.6: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en músculo canino y el diámetro en mm de los halos de 
inhibición por método microbiológico. 
 
Figura V.7: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en peritoneo canino y el diámetro en mm de los halos de 
inhibición por método microbiológico. 
Al igual que se hizo para las concentraciones séricas, dado que el intervalo de 
concentraciones de los patrones de CFL en tejidos fueron amplios, se elaboraron dos 
regresiones logarítmicas de calibrado para las concentraciones comprendidas desde 0,05 a 















































































El análisis, mediante regresión logarítmica por mínimos cuadrados, de los valores del 
diámetro en milímetros de los halos de inhibición bacteriana para las concentraciones de CFL 
comprendidas entre 0,05 y 1,56 µg/ml para piel (figura V.8), dio lugar a la siguiente ecuación: 
y = 5,3872ln(x) + 35,722  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml). 
 r² = 0,9918  
 
Figura V.8: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en piel comprendidas entre 0,05 y 1,56 µg/ml; y el diámetro 
en mm de los halos de inhibición por método microbiológico. 
 
Por otra parte para los valores de concentraciones de CFL entre 1,56 a 50 µg/ml (figura 
V.9), se obtuvo la siguiente ecuación: 
y = 4,6253ln(x) + 34,966  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml).  
r² = 0,9839  
 
El análisis, mediante regresión logarítmica por mínimos cuadrados, de los valores del 
diámetro en milímetros de los halos de inhibición bacteriana para las concentraciones de CFL 
comprendidas entre 0,05 y 1,56 µg/ml para tejido subcutáneo (figura V.10), dio lugar a la 
siguiente ecuación: 
y = 4,5626ln(x) + 34,155  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml). 















































Figura V.9: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la relación 
entre las concentraciones de CFL en piel comprendidas entre 1,56 a 50 µg/ml; y el diámetro en 
mm de los halos de inhibición por método microbiológico. 
Por otra parte para los valores de concentraciones de CFL entre 1,56 a 50 µg/ml (figura 
V.11), se obtuvo la siguiente ecuación: 
y = 3,5619ln(x) + 35,172  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml).  
r² = 0,9894  
 
Figura V.10: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la 
relación entre las concentraciones de CFL en tejido subcutáneo comprendidas entre 0,05 y 




















































































Figura V.11: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la 
relación entre las concentraciones de CFL en tejido subcutáneo comprendidas entre 1,56 a 
50 µg/ml; y el diámetro en mm de los halos de inhibición por método microbiológico. 
 
El análisis, mediante regresión logarítmica por mínimos cuadrados, de los valores del 
diámetro en milímetros de los halos de inhibición bacteriana para las concentraciones de CFL 
comprendidas entre 0,05 y 1,56 µg/ml para músculo (figura V.12), dio lugar a la siguiente 
ecuación: 
y = 6,0737ln(x) + 35,667  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml). 
r² = 0,9936  
Por otra parte para los valores de concentraciones de CFL entre 1,56 a 50 µg/ml (figura 
V.13), se obtuvo la siguiente ecuación: 
y = 2,9747ln(x) + 36,5  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml). 











































Figura V.12: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la 
relación entre las concentraciones de CFL en músculo comprendidas entre 0,05 y 1,56 µg/ml; 




Figura V.13: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la 
relación entre las concentraciones de CFL en músculo comprendidas entre 1,56 a 50 µg/ml; y 
el diámetro en mm de los halos de inhibición por método microbiológico. 
 
Debido a que el intervalo de concentraciones de los patrones de CFL en peritoneo 
fueron amplios, se elaboraron dos regresiones logarítmicas de calibrado para las 


















































































El análisis, mediante regresión logarítmica por mínimos cuadrados, de los valores del 
diámetro en milímetros de los halos de inhibición bacteriana para las concentraciones de CFL 
comprendidas entre 0,05 y 1,56 µg/ml para peritoneo (figura V.14), dio lugar a la siguiente 
ecuación: 
y = 5,5904ln(x) + 36,633  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml).  
r² = 0,9926  
Por otra parte para los valores de concentraciones de CFL entre 1,56 a 50 µg/ml (figura 
V.15), se obtuvo la siguiente ecuación: 
y = 3,828ln(x) + 37,569  
Donde y= diámetro en mm del halo de inhibición, x= la concentración (µg/ml).  




Figura V.14: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la 
relación entre las concentraciones de CFL en peritoneo comprendidas entre 0,05 y 1,56 µg/ml; 














































Figura V.15: Representación de la curva obtenida mediante regresión logarítmica de la 
relación entre las concentraciones de CFL en peritoneo comprendidas entre 1,56 a 50 µg/ml; y 
el diámetro en mm de los halos de inhibición por método microbiológico. 
 V.1.2. Precisión y exactitud.  
La precisión se determinó mediante el cálculo de los coeficientes de variación (C.V.) de 
los diámetros en milímetros de los halos de inhibición del método microbiológico de las 
diferentes concentraciones ensayadas.  
En las tablas IX.1; IX.3; IX.5; IX.7; IX.9 del Anexo, se muestran los datos 
correspondientes a las variaciones intra-día para suero, piel, subcutáneo, músculo y peritoneo 
respect Vamente. Los datos resumidos se muestran en las tablas V.1, V.2, V.3, V.4 y V.5. 
Los coeficientes de variación (C.V.) intra e inter-día, y el intervalo para el cálculo de la 
exactitud en suero, se tuvieron en cuenta con un n=18 correspondientes a los halos de 
inhibición, por cada concentración (se amplía la información en las tablas del Anexo). 
Los coeficientes de variación (C.V.) intra e inter-día, y el intervalo para el cálculo de la 
exactitud en piel, tejido subcutáneo, músculo y peritoneo;  se tuvieron en cuenta con un n=9 
correspondientes a los halos de inhibición, por cada concentración (se amplía la información en 










































Tabla V.1: Coeficientes de variación intradía e interdía, del método microbiológico para la 
cefalotina en suero. 




50,00 ≤ 4,52 4,16 
37,50 ≤ 4,32 3,73 
25,00 ≤ 3,52 2,94 
12,50 <3,7 3,10 
6,25 ≤ 4,63 4,66 
3,13 ≤ 4,54 4,53 
1,56 ≤ 4,84 4,19 
0,78 ≤ 6,13 6,55 
0,39 ≤ 9,20 6,74 
0,20 ≤ 8,63 7,75 
0,10 < 7,2 7,55 
0,05 ≤ 6,71 5,00 
 
Tabla V.2: Coeficientes de variación intradía e interdía, del método microbiológico para la 
cefalotina en piel. 




50,00 ≤ 1,45 0,87 
25,00 < 1,9 1,28 
12,50 < 1,6 1,06 
6,25 < 5,9 4,01 
3,13 < 2 1,51 
1,56 < 2,8 2,22 
0,78 < 3,1 2,44 
0,39 ≤ 3,33 2,73 
0,20 ≤ 2,73 2,20 
0,10 < 6 4,22 
0,05 < 3,3 2,82 
 
 




Tabla V.3: Coeficientes de variación intradía e interdía, del método microbiológico para la 
cefalotina en tejido subcutáneo. 




50,00 ≤ 0,93 0,88 
25,00 ≤ 1,51 1,04 
12,50 < 1,2 1,49 
6,25 < 2,4 1,41 
3,13 ≤ 1,61 1,13 
1,56 ≤ 1,53 1,16 
0,78 ≤ 2,10 1,67 
0,39 < 1,40 2,25 
0,20 ≤ 2,93 2,84 
0,10 < 3,3 2,33 




Tabla V.4: Coeficientes de variación intradía e interdía, del método microbiológico para la 
cefalotina en músculo. 




50,00 < 1,1 0,87 
25,00 ≤ 1,22 0,94 
12,50 < 1,5 1,06 
6,25 ≤ 2,82 2,28 
3,13 < 1,4 0,87 
1,56 < 2,1 2,11 
0,78 < 2,3 1,88 
0,39 ≤ 1,53 1,78 
0,20 ≤ 2,34 1,78 
0,10 ≤ 3,20 3,35 
0,05 ≤ 3,84 3,92 
 
 




Tabla V.5: Coeficientes de variación intradía e interdía, del método microbiológico para la 
cefalotina en peritoneo. 




50,00 ≤ 1,83 1,30 
25,00 < 1,2 0,94 
12,50 ≤ 2,11 1,70 
6,25 < 3,1 2,40 
3,13 < 5,3 3,74 
1,56 ≤ 4,53 2,68 
0,78 < 2,4 2,01 
0,39 ≤ 4,64 2,55 
0,20 < 2,7 2,88 
0,10 < 8,2 5,59 
0,05 ≤ 4,23 3,19 
 
La precisión del método, tanto intra como inter-dia, se ve afectada a concentraciones 
bajas, los C.V. fueron inferiores a los valores recomendados del 15 %. El coeficiente de 
variación intra- día fue de 4,08 ± 2,01 % y inter-día de 5,07 ± 1,67 %, n=216 correspondiente a 
los halos de inhibición.  
Tabla V.6: Valores de diámetros de los halos de inhibición en mm (media ± desvío estándar) de 








(Media ± D.E) 
Diametros 
Subcutaneo 
(Media ± D.E) 
Diametros 
Músculo 
(Media ± D.E) 
Diametros 
Peritoneo 
(Media ± D.E) 
50,00 43,325 ± 1,80 54,04 ± 0,47 48,68 ± 0,43 47,96 ± 0,41 52,09 ± 0,68 
37,50 42,31 ± 1,58 - - - - 
25,00 41,12 ± 1,21 48,94 ± 0,63 47,48 ± 0,49 45,72 ± 0,43 49,72 ± 0,47 
12,50 39,39 ± 1,22 45,95 ± 0,49 43,95 ± 0,65 44,83 ± 0,48 47,77 ± 0,81 
6,25 37,41 ± 1,74 44,04 ± 1,77 41,30 ± 0,58 42,19 ± 1,96 45,37 ± 1,09 
3,13 35,68 ± 1,62 39,87 ± 0,60 39,43 ± 0,45 39,25 ± 0,34 41,84 ± 1,57 
1,56 33,01 ± 1,38 37,42 ± 0,83 36,76 ± 0,43 37,94 ± 0,80 38,72 ± 1,04 
0,78 29,08 ± 1,90 34,64 ± 0,85 32,73 ± 0,55 35,14 ± 0,66 35,21 ± 0,71  
0,39 27,11 ± 1,83 31,68 ± 0,87 29,75 ± 0,67 29,16 ± 0,52 31,51 ± 0,80 
0,20 24,93 ± 1,93 26,98 ± 0,59 26,04 ± 0,74 25,96 ± 0,46 28,68 ± 0,83 
0,10 19,95 ± 1,51 22,55 ± 0,95 23,57 ± 0,55  21,88 ± 0,73 23,10 ± 1,29 
0,05 16,74 ± 0,84 19,48 ± 0,55  20,86 ± 0,94  17,07 ± 0,67 19,43 ± 0,62 
 
Asimismo, y en lo referente a la exactitud, la técnica también ha cumplimentado con los 
valores recomendados para este atributo para suero y tejidos, registrándose cifras no inferiores 




al 80 %, ni superiores al 120 %. Esto puede verse resumidamente en las tablas V.7; V.8; V.9; 
V.10; V.11; para suero, piel, subcutáneo, músculo y peritoneo. 
Tabla V.7: Exactitud de la microbiológico para concentraciones de cefalotina en suero (n=3), 









37,50 34,81 92,82 
37,50 40,03 106,76 
37,50 40,32 107,51 
MEDIAS 
 
1,56 1,44 92,43 
1,56 1,59 101,94 
1,56 1,59 101,94 
BAJAS 
 
0,05 0,05 102,83 
0,05 0,05 93,19 
0,05 0,05 100,39 
 
La exactitud observada en suero para las diferentes concentraciones fue de 99,98 ± 5,8 %.  
Tabla V.8: Exactitud de la microbiológico para concentraciones de cefalotina en piel (n=3), 









50,00 59,67 119,34 
50,00 53,48 109,45 
50,00 53,43 108,28 
MEDIAS 
 
1,56 1,57 100,37 
1,56 1,70 109,20 
1,56 1,54 98,75 
BAJAS 
 
0,05 0,05 109,08 
0,05 0,05 95,26 
0,05 0,05 96,50 
 
La exactitud observada en piel para las diferentes concentraciones fue de 105,14 ± 7,89 %. 




Tabla V.9: Exactitud de la microbiológico para concentraciones de cefalotina en tejido 










50,00 48,78 97,57 
50,00 54,28 108,55 
50,00 50,60 101,20 
MEDIAS 
 
1,56 1,67 106,79 
1,56 1,48 95,18 
1,56 1,59 102,10 
BAJAS 
 
0,05 0,05 96,87 
0,05 0,05 97,51 
0,05 0,05 101,21 
 
La exactitud observada en tejido subcutáneo para las diferentes concentraciones fue de 
100,78 ± 4,56 %.  
Tabla V.10: Exactitud de la microbiológico para concentraciones de cefalotina en músculo 









50,00 52,62 105,23 
50,00 52,97 105,94 
50,00 51,22 102,44 
MEDIAS 
 
1,56 1,48 94,67 
1,56 1,47 94,35 
1,56 1,58 101,25 
BAJAS 
 
0,05 0,05 99,67 
0,05 0,05 99,18 
0,05 0,05 97,24 
 
La exactitud observada en músculo para las diferentes concentraciones fue de 100,00 ± 
4,17%.  
 




Tabla V.11: Exactitud de la microbiológico para concentraciones de cefalotina en peritoneo 









50,00 44,97 89,94 
50,00 45,80 91,60 
50,00 47,26 94,52 
MEDIAS 
 
1,56 1,57 100,75 
1,56 1,40 89,58 
1,56 1,50 95,87 
BAJAS 
 
0,05 0,05 99,22 
0,05 0,05 100,11 
0,05 0,05 96,25 
 
La exactitud observada en peritoneo para las diferentes concentraciones fue de 95,32 ± 
4,26%.  
 V.1.3. Límites de detección y cuantificación.  
El límite de cuantificación del método analítico calculado para las concentraciones de 
CFL en suero y en tejidos fue de 0,05 μg/ml, que es el valor más bajo que presenta exactitud 
(89 %) y precisión (5 %).  
 V.2. Análisis farmacocinético y estadístico. 
 V.2.1. Farmacocinética de la cefalotina en perras no sometidas a ovariohisterectomía 
(grupo control). 
En la tabla V.12 se reflejan las concentraciones séricas, media y desviación estándar en 
función del tiempo, obtenidas tras la administración intravenosa de una dosis de 25 mg/kg de 
peso corporal de cefalotina y en la figura V.16 se observa la curva de disposición sérica de las 
mismas. Las concentraciones (medias ± D.E.) presentan mayores variaciones durante las 
primeras tres horas de muestreo entre los seis animales. La concentración media en suero de 
CFL se redujo de 72,94 ± 10,93 a 0,14 ± 0,06 μg/ml a las 8 h. Ningún animal registro 
concentraciones por encima del límite de cuantificación a las 12 h.  
 
 




Tabla V.12: Concentraciones séricas, (media y desvió estándar) tras la administración 
endovenosa de una dosis de 25 mg/kg de cefalotina a perras (grupo control n=6). 
Tiempos (h) 
Concentraciones (µg/ml) 
A B C D E F MEDIA ± D.E. 
0,03 89,73 82,89 98,96 74,37 72,90 71,56 72,94 ±10,93 
0,06 52,96 77,19 72,74 54,85 49,44 41,17 48,49 ± 13,98 
0,1 47,80 62,72 58,35 47,58 46,37 30,12 41,36 ± 11,33 
0,16 38,66 49,56 50,97 29,22 28,95 21,73 26,63 ± 11,94 
0,25 26,87 41,46 23,55 23,32 19,68 18,16 20,38 ± 8,40 
0,33 21,23 28,71 17,59 16,01 29,79 13,47 19,76 ± 6,78 
0,5 17,31 28,58 12,18 15,68 21,25 13,44 16,79 ± 6,05 
0,75 16,83 17,41 10,57 8,65 12,87 10,31 10,61 ± 3,63 
1 14,41 15,75 7,32 8,94 7,40 6,68 7,67 ±3,96 
1,5 4,80 5,60 4,39 8,82 3,27 3,06 5,05 ± 2,10 
2 3,39 3,97 3,31 2,60 2,47 2,74 2,60 ± 0,58 
4 1,00 0,99 2,05 1,45 0,66 0,67 0,92 ±0,53 
6 0,44 0,22 0,38 0,62 0,15 0,15 0,31 ± 0,19 
8 0,09 0,07 0,08 0,22 0,14 0,06 0,14 ± 0,06 
12 ND ND ND ND ND ND ND 
ND: no detectado, por debajo del límite de cuantificación. 
 
Figura V.16: Evolución de las concentraciones plasmáticas de cefalotina en suero (escala 
semilogarítmica) tras la administración de una dosis de 25 mg/kg vía intravenosa en perras 































Luego del análisis farmacocinético de los datos, mediante un modelo no 
compartimental, se obtuvieron los diferentes parámetros, que se resumen en la tabla V.13. 
Tabla V.13: Parámetros farmacocinéticos, media y desviación estándar tras la administración 
de 25 mg/kg de cefalotina en caninos (grupo control) (modelo no compartimental). 
Parámetro Unidad A B C D E F MEDIA ± D.E. 
λe h
-1 0,59 0,59 0,61 0,50 0,50 0,65 0,57 ± 0,06 
T½λe h 1,18 1,17 1,14 1,39 1,38 1,06 1,22 ± 0,13 
Cmax µg/ml 89,73 82,89 98,96 74,37 72,90 71,56 81,73 ± 10,93 
ABC0-t μg·h/ml 38,54 46,50 36,96 34,35 31,61 25,09 35,51 ± 7,17 
ABC∞ μg·h/ml 38,70 46,61 37,09 34,79 31,89 25,18 35,71 ± 7,15 
ABMC∞ µg·h
2/ml 40,41 41,60 42,84 46,84 29,44 24,97 37,68 ± 8,52 
TMR∞ h 1,04 0,89 1,15 1,35 0,92 0,99 1,06 ± 0,17 
Vdarea l/kg 1,10 0,90 1,11 1,44 1,56 1,52 1,27 ± 0,27 
Vdss l/kg 0,67 0,48 0,78 0,97 0,72 0,98 0,77 ± 0,19 
Cl l·kg/h 0,65 0,54 0,67 0,72 0,78 0,99 0,73 ± 0,15 
λe: constante de eliminación; T½λe: semivida de eliminación; Cmax: concentración máxima; 
ABC0-t: área bajo la curva calculada al tiempo final observado; ABC∞: área bajo la curva 
extrapolada a infinito; ABMC∞: área bajo el primer momento estadístico de la curva; TMR: 
tiempo medio de residencia; Vdarea: volumen aparente de distribución calculado por el método 
del área; Vdss: volumen aparente de distribución en el estado estacionario; Cl: aclaramiento 
plasmático. 
  
En esta etapa también se tomaron muestras de piel a los 15, 30, 60 y 120 minutos 
posteriores a la administración de CFL. En la tabla V.14 se muestran las concentraciones en 
piel de los diferentes caninos tras la administración de 25 mg/kg de cefalotina IV y en la figura 
V.17 la curva de disposición en piel a lo largo del tiempo. 
Tabla V. 14: Concentraciones de cefalotina en piel, a los diferentes tiempos de tomas de 




A B C D E F MEDIA ± D.E. 
0,25 
3,81 2,53 1,77 1,74 2,32 0,56 1,85 ± 1,21 
0,50 
6,57 2,56 9,08 4,65 3,91 3,32 4,37 ± 2,79 
1 
1,11 1,04 0,92 0,95 1,27 0,63 0,99 ± 0,20 
2 
0,64 0,75 0,41 0,75 0,50 0,35 0,77 ± 0,56 
 





Figura V.17: Curva de concentración tiempo de cefalotina en piel, luego de la administración 
de 25 mg/kg vía IV a caninos adultos (grupo control n=6). 
 
 V.2.2. Farmacocinética de la cefalotina en perras sometidas a ovariohisterectomía. 
En la tabla V.15 se reflejan las concentraciones séricas, media y desviación estándar en 
función del tiempo, obtenidas tras la administración intravenosa de una dosis de 25 mg/kg de 
peso corporal de cefalotina y en la figura V.18 se observa la curva de disposición sérica de las 
mismas. 
La concentración media en suero de CFL se redujo de 78,67 ± 9,08 a 0,8 ± 0,05 μg/ml a 
las 12 h. Solo un animal no presento concentraciones por encima del límite de cuantificación a 
las 12 h.  
Tabla V. 15: Concentraciones séricas, (media y desvio estándar) tras la administración 
endovenosa de una dosis de 25 mg/kg de cefalotina caninos adultos sometidos a OVH (n=6). 
Tiempos (h) 
Concentraciones (µg/ml) 
A B C D E F MEDIA ± D.E. 
0,03 88,57 86,75 70,81 71,77 68,85 85,27 78,67 ± 9,08 
0,06 53,26 80,32 59,60 68,43 56,21 75,55 65,56 ± 10,96 
0,1 46,22 61,38 58,81 62,06 46,79 48,95 54,03 ± 7,49 
0,16 32,50 46,79 54,05 56,90 43,00 47,66 46,82 ± 8,65 
0,25 28,21 44,45 50,41 51,91 30,02 45,38 41,73 ± 10,20 


























0,5 14,14 26,12 40,55 24,57 25,93 27,22 26,42 ± 8,43 
0,75 12,96 21,53 29,91 28,94 13,65 26,34 22,22 ± 7,50 
1 9,26 12,95 16,41 23,22 12,67 19,91 15,74 ± 5,16 
1,5 7,62 7,81 12,73 7,67 7,76 9,22 8,80 ± 2,02 
2 2,82 7,37 8,21 4,98 4,96 4,95 5,55 ± 1,94 
4 4,49 1,24 1,71 0,74 0,81 2,38 1,89 ± 1,41 
6 3,71 0,33 0,63 0,20 0,12 0,57 0,93 ± 1,38 
12 0,16 0,05 0,05 ND 0,12 0,05 0,08 ± 0,05 
ND: no detectado, por debajo del límite de cuantificación. 
 
Figura V.18: Evolución de las concentraciones plasmáticas de cefalotina en suero (escala 
semilogarítmica) tras la administración de una dosis de 25 mg/kg vía intravenosa en perras 
sometidas a ovariohisterectomia, expresadas como media ± D.E. (n=6). 
 
Luego del análisis farmacocinético de los datos, mediante un modelo no 
compartimental, se obtuvieron los diferentes parámetros, que se resumen en la tabla V.16. 
Tabla V.16: Parámetros farmacocinéticos, media y desviación estándar tras la administración 
de 25 mg/kg de cefalotina en caninos sometidos a ovariohisterectomia (modelo no 
compartimental). 
Parámetro Unidad A B C D E F MEDIA ± D.E. 
λe h
-1 0,33 0,50 0,40 0,66 0,44 0,41 0,46 ± 0,12 
T½λe h 2,11 1,39 1,75 1,05 1,59 1,69 1,60 ± 0,36 



























ABC0-t μg·h/ml 55,93 53,45 53,31 55,47 42,98 57,69 53,14 ± 5,24 
ABC∞ μg·h/ml 56,40 53,52 53,42 55,77 43,26 57,81 53,37 ± 5,23 
ABMC∞ μg·h
2/ml 160,15 59,64 60,44 48,24 48,90 74,02 75,23 ± 42,65 
TMR∞ h 2,84 1,11 1,13 0,87 1,13 1,28 1,39 ± 0,72 
Vdarea l/kg 1,35 0,94 1,18 0,68 1,32 1,05 1,09± 0,25 
Vdss l/kg 1,26 0,52 0,53 0,39 0,65 0,55 0,65 ± 0,31 
Cl l·kg/h 0,45 0,47 0,47 0,45 0,58 0,43 0,47 ± 0,05 
λe: constante de eliminación; T½λe: semivida de eliminación; Cmax: concentración máxima; 
ABC0-t: área bajo la curva calculada al tiempo final observado; ABC∞: área bajo la curva 
extrapolada a infinito; ABMC∞: área bajo el primer momento estadístico de la curva; TMR: 
tiempo medio de residencia; Vdarea: volumen aparente de distribución calculado por el método 
del área; Vdss: volumen aparente de distribución en el estado estacionario; Cl: aclaramiento 
plasmático. 
 
Durante el procedimiento quirúrgico, se llevó a cabo un registro cada 5 minutos durante 
2 h de la frecuencia cardíaca, oximetría, presión sanguínea, temperatura y capnografía, que se 
detallan en anexo XI.11. 
En esta etapa también se tomaron muestras de piel a los 15 y 30 minutos posteriores a 
la administración de CFL. Las concentraciones (medias ± D.E.) se muestran en la tabla V.17 
para los seis animales.  
Tabla V. 17: Concentraciones de cefalotina en piel a los diferentes tiempos de tomas de 
biopsia (en horas), luego de la administración de 25 mg/kg del antimicrobiano vía IV en perras 
sometidas a OVH. 
 
Tiempos (h) Concentraciones (µg/ml) 
A B C D E F MEDIA ± D.E. 
0,25 0,68 1,39 1,50 2,23 0,70 0,87 1,09 ± 0,66 
0,50 0,64 1,74 2,95 2,92 1,49 0,94 1,60 ± 1,01 
 
En esta etapa también se tomaran muestras de tejido subcutáneo, músculo y peritoneo 
a los 30, 45, 60, 90 y 120 minutos posteriores a la administración de CFL. En la figura V.19, 20 
y 21 se observa la curva de disposición en cada tejido de CFL tras la administración IV a lo 
largo del tiempo. Las concentraciones (medias ± D.E.) se muestran en la tabla V.18, 19 y 20 
para los animales sometidos a OVH (n=6).  





Figura V.19: Curva de concentración tiempo de cefalotina en tejido subcutáneo, luego de la 







Figura V.20: Curva de concentración tiempo, de cefalotina en músculo, luego de la 

















































Figura V.21: Curva de concentración tiempo, de cefalotina en peritoneo, luego de la 
administración de 25 mg/kg vía IV a caninos adultos sometidos a OVH (n=6). 
Tabla V. 18 Concentraciones de cefalotina en tejido subcutáneo a los diferentes tiempos de 
tomas de biopsia (en horas), luego de la administración de 25 mg/kg del antimicrobiano vía IV 
en perras sometidas a OVH. 
Tiempos (h) Concentraciones (µg/ml) 
A B C D E F MEDIA ± D.E. 
0,75 0,87 1,16 0,67 0,36 0,93 0,47 0,74 ± 0,30 
1 0,90 1,97 1,38 1,88 1,44 1,28 1,47 ± 0,39 
1,3 0,70 1,12 0,78 0,72 0,54 0,65 0,75 ± 0,20 
2 0,97 1,11 1,09 0,35 0,26 0,96 0,79 ± 0,38 
 
Tabla V. 19: Concentraciones de cefalotina en músculo a los diferentes tiempos de tomas de 
biopsia (en horas), luego de la administración de 25 mg/kg del antimicrobiano vía IV en perras 
sometidas a OVH. 
Tiempos (h) Concentraciones (µg/ml) 
A B C D E F MEDIA ± D.E. 
0,75 0,30 0,32 0,69 0,45 0,63 0,52 0,48 ± 0,16 
1 0,67 0,48 1,03 0,81 1,20 1,37 0,93 ± 0,33 
1,3 0,63 0,59 0,81 0,77 1,27 1,29 0,90 ± 0,31 




























Tabla V. 20: Concentraciones de cefalotina en peritoneo a los diferentes tiempos de tomas de 
biopsia (en horas), luego de la administración de 25 mg/kg del antimicrobiano vía IV en perras 
sometidas a OVH. 
Tiempos (h) Concentraciones (µg/ml) 
A B C D E F MEDIA ± D.E. 
 0,75  0,62 0,65 0,46 0,66 1,18 0,77 0,72 ± 0,24 
1 1,18 1,66 2,78 1,45 1,65 1,37 1,68 ± 0,57 
1,3 0,68 0,45 1,44 0,97 1,36 0,94 0,97 ± 0,38 
2 0,23 0,65 0,30 0,35 0,26 0,43 0,37 ± 0,15 
 V.2.1.4. Comparación de ambos grupos. 
En la figura V.22 se observa la curva de disposición sérica de CFL tras la administración 
IV a lo largo del tiempo en animales sometidos a OVH vs el grupo control (sin anestesia).  
 
 
Figura V.22: Curva de concentración tiempo de cefalotina, luego de la administración de 25 
mg/kg por las vía intravenosa a seis caninos adultos, grupo anestesiado y grupo control. SA: 
sin anestesia (Grupo control) (G1). A: con anestesia (sometidas a OVH) (G2).  
En la tabla V.21, se muestra la comparación de los parámetros farmacocinéticos de 
ambos grupos y su p valor. Se encontraron diferencias significativas con p<0,05; en el tiempo 

































Tabla V.21: Parámetros farmacocinéticos tras la administración de 25 mg/kg de cefalotina, vía 
IV, para ambos grupos. 
Parámetro Unidad 
SA (control) A (OVH) p valor 
MEDIA ± D.E MEDIA ± D.E.  
λe h
-1 
0,57 ± 0,06 0,46 ± 0,12 0.04 
T½λe
* h 1,22 ± 0,13 1,60 ± 0,36 0,04* 
Cmax µg/ml 81,73 ± 10,93 77,02 ± 10,74 0,47 
ABC0-t
* μg.h/ml 35,51 ± 7,17 53,14 ± 5,24 0,001* 
ABC∞
* μg.h/ml 35,71 ± 7,15 53,37 ± 5,23 0,001* 
ABMC∞
* μg-h2/ml 37,68 ± 8,52 75,23 ± 42,65 0,002* 
TMR h 1,06 ± 0,17 1,39 ± 0,72 0,46 
Vdarea l/kg 1,27 ± 0,27 1,09 ± 0,25 0,30 
Vdss l/kg 0,77± 0,19 0,65 ± 0,31 0,45 
Cl(obs)* l/h 0,73 ± 0,16 0,47 ± 0,05 0,004* 
λe: constante de eliminación; T½λe: semivida de eliminación; Cmax: concentración máxima; 
ABC0-t: área bajo la curva calculada al tiempo final observado; ABC∞: área bajo la curva 
extrapolada a infinito; ABMC∞: área bajo el primer momento estadístico de la curva; TMR: 
tiempo medio de residencia; Vdarea: volumen aparente de distribución calculado por el método 
del área; Vdss: volumen aparente de distribución en el estado estacionario; Cl: aclaramiento 
plasmático; SA: sin anestesia; A: anestesiados. *Nivel de significación mayor al 5% (p<0,05). 
 
En cuanto a las concentraciones obtenidas en piel, se observaron a los 0,25 y 0,50 h; 
concentraciones de 1,85 ± 1,21 y 4,37 ± 2,79 respectivamente para animales sin anestesia; 
1,09 ± 0,66 y 1,60 ± 1,01 en animales anestesiados. 
 V.3. Estudio Farmacodinámico: Determinación de la CIM de la cefalotina frente 
aislamientos dérmicos de Staphylococcus spp. procedentes de animales sanos. 
 V.3.1. Aislamientos dérmicos de Staphylococcus spp. procedentes de animales sanos. 
Del total de 48 animales sanos muestreados, solo 35 muestras desarrollaron colonias 
de Staphylococcus spp., lo que representa una prevalencia del 72,92 %. De las 35 muestras 
positivas, 17 muestras fueron identificadas como Staphylococcus aureus; lo que representa un 
48 % de las colonias y una prevalencia poblacional del 35 % (figura V.23). 





Figura V. 23: Prevalencia observada de Staphylococcus spp. en una población de 48 animales. 
FA: frecuencia absoluta. ECP: Staphylococcus coagulasa positiva. ECN: Staphylococcus 
coagulasa negativa. 
En la anexo se adjunta la tabla IX.13, pueden observarse los resultados obtenidos luego 
de la siembra de las 48 muestras en agar manitol salado, del test de coagulasa en suero de 
conejo; y el del agar cromógeno selectivo para S. aureus.  
 V.3.1.3. Determinación de Concentración Inhibitoria Mínima (CIM). 
En la figura V.24 se representa la distribución de cada cepa en las placas para 
Bioscreen C con su correspondiente indicación del crecimiento bacteriano. Los resultados de 







































Figura V.24: Distribución de cada cepa en las placas para Bioscreen C con su correspondiente 
indicación del crecimiento bacteriano. 
 Tabla V.22: Cepas aisladas de ECP (n=17) luego de 20 h de cultivo.  
Cepa (código de identificación) 
Cefalotina (µg/ml) 
8 4 2 1 0,5 0,25 0,13 0,06 0,03 0,02 
1 N N N N N N N P P P 
45 N N N N N N N N N P 
29 N N N N N N N N N P 
22 N N N N N N N P P P 
10 N N N N N N N N P P 
11 N N N N N N N N P P 
27 N N N N N N N N P P 
28 N N N N N N N N P P 
30 N N N N N N N N N N 
31 N N N N N N N N N P 
34 N N N N N N N N N P 
41 N N N N N N N P P P 
39 N N N N N N N N N P 
47 N N N N N N N N P P 
13 N N N N N N P P P P 
16 N N N N N N N N P P 
23 N N N N N N N P P P 
N: sin crecimiento; P: crecimiento bacteriano. 
  






Tabla V.23: Cepas aisladas de ECN (n=18) luego de 20 h de cultivo.  
N: sin crecimiento; P: crecimiento bacteriano. 
 
 
Cepa (código de identificación) 
Cefalotina (µg/ml) 
8 4 2 1 0,5 0,25 0,13 0,06 0,03 0,02 
44 N N N N N N N N N P 
32 N N N N N N N N N P 
9 N N N N P P P P P P 
20 N N N N N N N P P P 
4 N N N N N N P P P P 
5 N N N N N N P P P P 
6 N N N N N N N N N N 
8 N N N N N N N N N P 
12 N N N N N N N N N N 
24 N N N N N N N N N N 
26 N N N N N N N N N P 
36 N N N N N N N N N P 
42 N N N N N N N N P P 
43 N N N N N N N N N N 
14 N N N N N N N P P P 
17 N N N N N P P P P P 
19 N N N N N P P P P P 
21 N N N N N N N N P P 





Figura V.25: Distribución de frecuencias de la concentración inhibitoria de cefalotina para las 
cepas bacterianas aislada en la etapa II. ECP: Staphylococcus coagulasa positiva. ECN: 
Staphylococcus coagulasa negativa. 
Tabla V. 24: Concentración inhibitoria para Staphylococcus aislada en la etapa II. 
Concentración 
ATB 
Nº de cepas FR (%) FA (%) 
≤ 0,02 
6 17,14 17,14 
0,03 
9 25,71 42,86 
0,06 
8 22,86 65,71 
0,13 
6 17,14 82,86 
0,25* 
3 8,57 91,43 
0,50 
1 2,86 94,29 
1,00 
1 2,86 97,14 
2,00 
1 2,86 100,00 
4,00 
0 0 100 
8,00 
0 0 100 
FR: frecuencia relativa. FA: frecuencia absoluta. * Punto de corte CIM90 
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V.4. Cálculo del parámetro FC/FD para la cefalotina en piel y suero.  
Los animales del grupo control (G1) presentaron concentraciones superiores a 0,25 
µg/ml en piel durante las 2 h de muestreo, posteriores a la administración de la cefalotina IV. El 
grupo sometido a OVH (G2), mostro concentraciones superiores a 0,25 µg/ml durante todo el 
muestreo. Si se establece el valor de referencia CIM90 en 1 µg/ml para Staphylococcus spp. 
(EUCAST, 2014) todos los animales del G1 presentaron concentraciones superiores en piel 
durante la primera hora luego de la administración de la cefalotina. En el G2, solo dos animales 
se encontraron por debajo de esta concentración durante el muestreo. 
En cuanto a las concentraciones séricas, todos los animales del G1 presentaron 
valores por encima de la CIM90 de los patógenos locales (0,25 µg/ml) durante 6,44 ± 1,23 h y el 
G2 durante 7,68 ± 2,65 h mientras que para la CIM90 de referencia (1 µg/ml), el G1 se mantuvo 
durante 4,13 ± 0,60 h y el G2 durante 5,57 ± 2,51h. 
Las concentraciones encontradas en el resto de los tejidos (tejido subcutáneo, 
músculo y peritoneo) se encontraron por encima de la CIM90 para patógenos locales durante 
las dos horas de muestreo para G2. En cuanto al tejido subcutáneo, se observaron 
concentraciones por encima de la CIM90 de referencia a las 0,83 ± 0,06 h para cinco animales y 
permanecieron por encima de este valor hasta las 1,32 ± 0,38 h (30 minutos por encima de la 
CIM). En músculo se encontraron valores por encima de la CIM90 de referencia a las 0,90 ± 
0,04 h solo en tres animales que permanecieron por encima de la CIM hasta las 1,48 ± 0,26 h 
(28 minutos por encima de la CIM). Por último, en peritoneo se encontraron valores por 
encima de la CIM90 de referencia a las 0,82 ± 0,04 h, que se mantuvieron por encima hasta las 
1,32 ± 0,19 h (30 minutos por encima de la CIM). 
  























VI.1. Discusión del material empleado. 
VI.1.1. Material biológico. 
Para el desarrollo de esta tesis se siguieron las recomendaciones que figuran en las 
siguientes directivas: guía para la realización de estudios farmacocinéticos en especies 
animales (EMEA, 1999), guía para la realización de estudios de bioequivalencia de 
medicamentos veterinarios (EMEA, 2000) y guía de seguridad en animales para los productos 
farmacéuticos veterinarios (VICH, 2008). 
Estos instructivos incluyen, entre otras, consideraciones que se tuvieron en cuenta en la 
metodología, los aspectos relacionados a las características de los animales, contemplando la 
especie, edad, raza, sexo, condición corporal, así como las condiciones a seguir por los 
principios de bienestar animal, utilizando el mínimo número de individuos en los ensayos 
experimentales, según el principio de las “3R” (reducción, reemplazo y refinamiento). 
Para la etapa I, los animales seleccionados fueron hembras mestizas de 1,8 ± 0,75 años 
y 12 ± 3,44 kg de peso. El criterio de selección del rango etario, contempló las variaciones 
farmacocinéticas que pueden ocurrir con la edad (Baggot, 2001), fijandose de 1 a 3 años. 
Evitando de esta manera factores de confusión, como diferencias en la distribución dadas por 
variaciones en la acumulación del tejido graso y porcentaje de agua corporal total, proteínas 
plasmáticas (principalmente albumina) y diferencias en el metabolismo ocasionadas por falta 
de desarrollo (neonatos) o bien por deterioro natural de los principales órganos encargados de 
la eliminación (hígado y riñón, en gerontes). El peso y estado corporal también fue considerado 
criterio de exclusión a la hora de seleccionar los animales de la etapa I, ya que el estado 
nutricional hace variar (como ocurre con la edad) la distribución y cantidad de grasa y la 
producción de proteínas plasmáticas.  
A su vez se realizó un análisis de sangre, bioquímica y orina completo, donde se 
chequeó el funcionamiento renal y hepático, proteínas plasmáticas totales y albumina, 
porcentaje de glóbulos rojos y blancos (descartando anemia o alguna patología infecciosa) 
(tabla IX.12). Dado que las patologías pueden alterar los parámetros cinéticos (Garzón et al., 
2011) todos los animales presentaban una cartilla sanitaria completa, con las 
desparasitaciones y vacunaciones pertinentes (según lo establecido por la clínica de la 
Universidad Católica de Córdoba).   
Se realizó un estudio experimental cruzado aleatorio, para reducir las variaciones y 
factores de confusión, dejando 15 días de lavado entre ambos estudios (teniendo en cuenta la 
semivida esperada del fármaco en cuestión) para la etapa I. Se recomienda considerar un 




periodo de lavado de 5 - 10 semividas de eliminación según EMEA, 1999 y EMEA, 2000; la 
semivida de eliminación de la cefalotina es de 1 a 2 h por lo tanto el periodo esperado en este 
estudio fue superior al recomendado (sin riesgos de encontrar trazas de la administración 
anterior). En la etapa II, se seleccionaron animales clínicamente sanos, sin presencias 
macroscópicas de lesiones en piel. Los criterios de selección como rango etario (a partir de una 
año de edad), raza y sexo, fueron más flexibles en esta etapa de estudio ya que no se 
consideraron como factores de confusión significativos a la hora de realizar el aislamiento 
bacteriano. Sí se consideró como criterio de exclusión aquellos animales que estaban bajo 
tratamiento antimicrobiano.    
VI.1.2 Fármacos, reactivos e instrumentación. 
Para la utilización de las moléculas empleadas se siguieron las instrucciones que cada 
laboratorio recomienda para su almacenamiento y manipulación. 
Periódicamente se realizaron controles de mantenimiento, calibrado y limpieza del 
equipamiento utilizado para la detección y procesado de las muestras según las 
recomendaciones de diferentes instructivos que se basan en las “Buenas Prácticas de 
Laboratorio” (GLP,2004; VICH,1998b).  
De esta manera se procuró asegurar la máxima calidad de los productos utilizados y del 
material empleado, de manera que los resultados obtenidos fueran lo más fiable posible. 
VI.2. Discusión del método.  
VI.2.1. Elección de la dosis y vía de administración. 
Las dosis de CFL utilizadas son variables en las diferentes fuentes bibliográficas, según 
la especie empleada, vía de administración y objetivos planteados. Prescott (2013), sugiere 
dosis de 20 a 40 mg/kg vía endovenosa (IV) únicamente ya que la intramuscular (IM) es muy 
dolorosa, con intervalos de 6 a 8 h en caninos y felinos. En diferentes estudios 
farmacocinéticos en caninos las dosis utilizadas han sido muy variables tanto por vía IV como 
IM, así, Kanji et al., (1978) utiliza 20 mg/kg IM, Gerding et al., (1976) 15 mg/kg IM, Wilkens et 
al., (1995) 22 mg/kg IV, al igual que Schermerhorn et al., (1994), Nilsson-Ehle et al., (1978) 14 
mg/kg IV, Petersen y Rosin, (1995) 40 mg/kg IV y Studley et al., (1982) 25 mg/kg IV . Por tanto 
las dosis varían ampliamente para la vía IV, si bien los objetivos de los estudios no fueron los 
mismos. 
En nuestro caso hemos utilizado una dosis de 25 mg/kg vía IV, la cual es suficientes 
para asegurar las concentraciones plasmáticas durante un período de tiempo adecuado (de al 
menos tres semividas), fundamentalmente para poder definir los procesos de eliminación, tal 




como lo recomiendan las normativas de regulación de medicamentos en la Unión Europea 
(EudraLex Volume 8, 2005). 
La vía IV es la indicada para definir el comportamiento cinético de los fármacos y poder 
establecer la biodisponibilidad absoluta a partir de otras vías, también es la que normalmente 
se utiliza ya que el animal dispone de una vía cateterizada para la cirugía. En nuestro caso, 
además, al comparar el comportamiento en animales con y sin anestesia, se pretendía eliminar 
aquellos factores que pudieran influir en dicho comportamiento, como los procesos de 
absorción.  
El protocolo que se siguió para la administración y toma de muestras, a tenor de los 
resultados obtenidos, abarca todo el periodo en el que se pueden detectar concentraciones 
plasmáticas, hasta valores por debajo del límite de cuantificación y que han permitido definir los 
procesos de distribución y las constantes de eliminación, llegando al menos a obtener 3 
semividas de eliminación (EMEA, 1999; EMEA, 2000; Errecalde et al., 2012). 
VI.2.2. Metodología analítica.  
Existen diversas técnicas analíticas para detectar y cuantificar un β-lactámico en suero y 
otras matrices biológicas, siendo las más frecuentes para estudios farmacocinéticos la 
cromatografía líquida de alta eficacia (high performance liquid chromatography o HPLC) y la 
microbiológica de difusión en agar (Bennett y Col, 1966), existiendo en general una buena 
correlación entre los resultados de ambas metodologías (Arcellonia et al., 1996; Wold, 1997; 
Lorenzutti, 2009; Souza et al., 2006; Bergold, 2007; Schmidt et al., 2009). Sin embargo con la 
técnica microbiológica sólo se logra caracterizar la actividad antimicrobiana y no el compuesto 
per se, por lo que si el antimicrobiano presenta metabolitos activos, se evaluaría la actividad 
total del compuesto original más su metabolito, sobreestimando ocasionalmente el valor de 
algunos parámetros farmacocinéticos (Cester et al., 1996; McKellar et al., 1999). Un estudio 
comparativo realizado por Nilsson-Ehle et al., (1978), no mostró diferencias significativas entre 
ambos métodos para CFL (ambos compuestos, cefalotina y su metabolito desacetilcefalotina) 
con una correlación de 0,96 en seres humanos; pero obtuvo una correlación inferior de 0,80 
entre ambos métodos cuando lo realizó en caninos. Esta diferencia puede deberse a la mayor 
capacidad de metabolizar el compuesto por parte de los perros y consecuentemente obtener 
concentraciones más altas de desacetilcefalotina en suero canino. 
El método microbiológico resulta una técnica rápida, relativamente simple y económica 
que permite utilizar un menor volumen de muestra. Lo cual puede resultar útil en casos donde 
se realizan estudios en especies de pequeño tamaño en donde en algunas ocasiones el 
volumen de la muestra es muy pequeño (no se debe extraer más del 10 % del volumen 
sanguíneo total del animal; Diehl, 2001 y Campbell, 1995), como en este estudio que se 
sometió a los animales a dos ensayos separados de 15 días (14 muestras de sangre de 3 ml 




aproximadamente cada una) más las perdidas ponderadas en la cirugía. En este trabajo se 
utilizó el método microbiológico (Bennett y Col, 1966), que nos permitió analizar cantidades 
pequeñas de suero y tejido, de manera rápida, precisa y con un bajo costo. El objetivo de este 
trabajo no fue hacer una estudio farmacocinético estricto (haciendo una evaluación del fármaco 
original y su metabolito desacetilcefalotina), sino poder evidenciar la eficacia clínica de este β-
lactámico; el cual se obtiene suponiendo una actividad microbiológica conjunta (fármaco 
original y su metabolito). El método microbiológico se ajusta bien a estos objetivos, pudiendo 
evaluar actividad conjunta. 
 Fueron testeadas diferentes cepas bacterianas, como Bacilus subtilis, Bacillus cereus, 
Bacillus stearothermophilus, Sarcina lutea, Escherichia coli y Klebsiela spp.; la bacteria 
seleccionada fue Bacillus stearothermophilus, ya que fue la que mostro sensibilidad, halos de 
inhibición mayores y bien definidos (también descrito por Rule et al., 2008, en conejos). Los 
límites de detección fueron 0,02 µg/ml y cuantificación de 0,05 µg/ml para suero; en cuanto a 
los tejidos se observo un límite de detección 0,04 µg/ml y cuantificación de 0,05 µg/ml 
(similares a los obtenidos Nilsson-Ehle et al., 1978, para HPLC y método microbiológico). La 
validación que hemos realizado presenta similares características en cuanto a la linealidad, 
precisión, exactitud, acorde a lo exigido por las normativas de validación GL 2, del programa 
VICH (1998b) mencionados en materiales y métodos, así como también, con los incluidos 
recientemente en los Procedimientos de validación para métodos bioanalíticos, 
EMEA/CHMP/EWP/192217/2009, de la Agencia Europea del Medicamento (2009). 
Por último, se realizo una curva matriz para cada tejido (piel, tejido subcutáneo, músculo 
y peritoneo) manteniendo las mismas condiciones que el homogeinato de los tejidos tomados 
mediante biopsia durante la cinética. La validación del método sobre la misma matriz evita 
subestimar las concentraciones desconocidas de ATMs en los tejidos en estudio (Kaplan et al., 
1973; Nix et al., 1991a). Cabe aclarar que no se procedió al cálculo del índice de recuperación 
de CFL en suero y tejidos debido a que la confección de las soluciones patrón, se llevó a cabo 
sobre la misma matriz que las muestras analizadas (suero y/o tejido como mencionamos 
anteriormente). El procedimiento descrito en materiales y métodos, para la toma de muestra de 
cada tejido durante la cinética del fármaco, es semejante a lo descrito por Nix et al., (2015a). 
VI.3.- Discusión por etapas experimentales. 
VI.3.1.- Elección del modelo farmacocinético. 
Los datos obtenidos de concentraciones plasmáticas, se sometieron a un modelo no 
compartimental, que proporcionó datos más robustos y con menos artificio matemático, que 
permitió estimar los parámetros farmacocinéticos basándose en datos objetivos, sin necesidad 
de ajustarlos a un modelo determinado, de forma que no se discrimina ningún modelo 
farmacocinético (Kinabo y McKellar, 1989). 




Este modelo describe el comportamiento del fármaco basándose en el tiempo promedio 
que una molécula permanece en un espacio cinéticamente homogéneo, un concepto idéntico a 
un compartimiento farmacocinético; más aún, en teoría, cualquier análisis "no compartimental" 
tiene un equivalente compartimental. Los datos que se analizan son típicamente perfiles de 
concentración séricas en el tiempo, lo que implica que al menos una estructura (central) del 
modelo compartimental existe, pues simplemente no hay manera de evitar ese supuesto 
(Riviere, 2011).  
La diferencia con el modelo compartimental es que no se realiza ninguna inferencia 
específica sobre las características y estructura de esos espacios. De esta manera, al no existir 
los compartimientos no se los relaciona con alguna estructura anatómica en particular (tejidos u 
órganos) (Riviere, 2011).  
Otra diferencia importante es que en vez de determinar las tasas de intercambio en 
función de constantes de difusión o eliminación y semividas, los modelos no compartimentales 
describen los procesos farmacocinéticos en términos de momentos estadísticos. De esta 
manera las curvas de concentración plasmática frente al tiempo, se tratan como si fueran 
curvas de distribución estadísticas. En lugar de basarse en constantes de difusión entre 
compartimientos, los modelos no compartimentales se basan en funciones de densidad de 
probabilidad, las cuales definen el comportamiento del fármaco en términos de la probabilidad 
de que el mismo se encuentre en una localización en particular. Además se emplean 
ecuaciones integrales en vez de diferenciales, por lo que la metodología de cálculo es más 
sencilla (Riviere, 2011; Kinabo y McKellar, 1989).  
Por otro lado, el grado de simplificación del modelo no compartimental, va en detrimento 
de la posibilidad de explicar ciertas actuaciones meramente farmacocinéticas, pues al no existir 
concepto de compartimiento, no existen las constantes de transferencia de fármacos entre los 
mismos (k10, k12, k21 para modelos bicompartimentales, e inclusive k13 y k31 para los 
tricompartimentales), así como tampoco las constantes asociadas a la distribución y 
eliminación (α y β, respectivamente) ni sus respectivas semividas (t½α y t½β, respectivamente). 
De todas formas aunque estos parámetros son de utilidad para explicar un comportamiento 
cinético más detallado, los parámetros del modelo no compartimental son suficientes como 
para dar respuestas a la gran mayoría del comportamiento cinético de los fármacos en el 
organismo especialmente los de mayor relevancia clínica y como hemos comentado 
previamente, nuestro objetivo no era realizar un estudio farmacocinético descriptivo de la CFL, 
sino su comportamiento y relevancia en cirugía. 




VI.3.2. Etapa I: Estudio farmacocinético de la cefalotina en perras tras administración IV a 
dosis única. 
VI.3.2.1. Estudio farmacocinético de la cefalotina tras administración IV a dosis única, en 
perras no sometidas a Ovariohisterectomia (grupo control). 
Según se puede ver en la figura V.16 y la tabla V.13, luego de la administración IV de 
CFL en las perras G1, se obtuvo en promedio una Cmax 81,73 ± 10,93 µg/ml a los 2 minutos 
(tabal VI.1 se puede comparar con valores obtenidos en otros trabajos). Luego los valores de 
concentración de CFL descienden rápidamente desde su administración hasta las 0,33 horas y 
posteriormente las concentraciones decaen más lentamente desde la media hora hasta el final. 
Este fenómeno, responde a un proceso farmacocinético de primer orden, donde cada intervalo 
fijo de tiempo, se distribuyen o eliminan, proporciones constantes de moléculas (Riviere, 2009). 
Este hecho responde a la ley de Fick donde la tasa de difusión de un compuesto a través de 
una membrana es directamente proporcional a su gradiente de concentración, su coeficiente de 
partición lípido/agua y su coeficiente de difusión (Riviere, 2011). 
Los valores de Cmax obtenidos son similares a los obtenidos por Petersen y Rosin, 
(1995) para cefalotina y similares a los valores obtenidos para cefuroxima por Albarellos et al., 
(2015a) y ceftizoxima por Murakawa et al., (1980) (tabla VI.1). Las diferencias entre los 
diferentes trabajos pueden deberse a la variación de la vía de administración y la dosis 
empleada. Si comparamos los valores de Cmax de acuerdo a la dosis IV administrada (Cmax 
/dosis), podemos observar para este trabajo un valor de 3,24 (81/25). Petersen y Rosin, (1995) 
obtuvieron una relación Cmax /dosis de 2,97 para cefalotina en caninos y de 4,25 para cefazolina 
(similares a los obtenidos en este trabajo). Albarellos et al., (2015a) y Murakawa et al., (1980) 
obtuvieron una relación Cmax/dosis de 3,63 y 3,5 respectivamente. Los trabajos realizados por 
Kanji et al., (1978), Gerding et al., (1976), Nilsson-Ehle et al., (1978) muestran una relación 
inferior de 0,99; 1,03; 1,21 respectivamente (trabajos más antiguos). 
El volumen de distribución, durante el estado de equilibrio (Vdss) fue de 0,77 ± 0,19 l/kg 
y durante el pseudoequilibrio (Vdárea) 1,27 ± 0,27 l/kg. Estos valores son ligeramente superiores 
a los informados para otros estudios farmacocinéticos realizados en caninos y felinos con 
diferentes cefalosporinas (tabla VI.2); y similares a los encontrados en pacientes humanos para 
la cefalotina. Para la mayoría de los fármacos el Vdárea es mayor que el Vdss, pero 
generalmente las diferencias son pequeñas. Estas pueden ser grandes si una gran fracción del 
fármaco es eliminada antes de alcanzar el pseudoequilibrio, decreciendo las concentraciones 
en plasma (relación proporcional al aclaramiento plasmático); en condiciones de equilibrio, la 
concentración plasmática es constante porque la relación de fármaco eliminado es 
compensado por la relación de fármaco que ingresa en el organismo (el aclaramiento es 
aparentemente nulo). Por eso, a igualdad de fármaco en el organismo, las concentraciones 




plasmáticas pueden ser sistemáticamente más bajas en pseudoequilibrio que en condiciones 
de equilibrio y por tanto Vdárea será mayor que Vdss (el Vdss puede ser considerado como el 
límite del Vdárea cuando el aclaramiento tiende a cero). El impacto del aclaramiento sobre el 
Vdárea explica por qué el Vdárea disminuye cuando existe insuficiencia renal, siendo un parámetro 
en este caso de importancia clínica. Sería erróneo explicar la disminución como una alteración 
en el volumen en que se distribuye (Toutain y Bousquet- Melou, 2004a). En pacientes 
sometidos a cirugía, puede observase una disminución Vdárea, esto se debe a diferentes 
factores que van a modificar el filtrado glomerular similar al impacto que sufre este parámetro 
en animales con insuficiencia renal como mencionamos anteriormente.  
Tabla VI.1: Concentración máxima de la Cefalotina y otras cefalosporinas en caninos por vía IV 
e IM, a dosis variable. 
Cefalosporina Especie Vía Dosis (mg/kg) Cmax (μg/mL) Autor 
Cefuroxima Caninos IV 20 72,68 ± 45,04 Albarellos et al., 2015a 
Ceftizoxima  Caninos IV 20 70,00 * Murakawa et al., 1980 
Cefazolina  Caninos IM 15 24,00 ± 4,00* Gerding et al., 1976 
Cefazolina  Caninos IM 20 40,20 ± 4,60 Kanji et al., 1978 
Cefazolina Caninos  IV 20 85,00 ± 5,00  Petersen y Rosin, 1995 
Cefalotina  Caninos  IM 20 19,9 ± 1,00 Kanji et al., 1978 
Cefalotina Caninos IM 15 14,50 ± 4,00 Gerding et al., 1976 
Cefalotina  Caninos IV 14 17,00 ± 3,00* Nilsson-Ehle et al., 1978 
Cefalotina Caninos IV 40 119 ± 8,00* Petersen y Rosin, 1995 
Cefalotina  Caninos  IV 22 30,00 ± 5,00* Schermerhorn et al., 1994 
*Valores aproximados (datos extraídos de gráficos al no disponer de datos numéricos). 
Estudios de diferentes ATMs en perros han demostrado que la unión a las proteínas 
plasmáticas es el principal determinante de las concentraciones extracelulares (Bidgood y 
Papich, 2002). La CFL se une en un 40 – 45 % a las proteínas plasmáticas en caninos (Gerdin 
et al., 1978) y en un 65 – 70 % en seres humanos (Rattie y Ravin, 1975; Dalley et al., 2009). El 
alto porcentaje de unión a proteínas del plasma en personas no permite establecer un rápido 
equilibrio entre las concentraciones de la sangre y los líquidos extravasculares, 
fundamentalmente a nivel del intersticio. En caninos se estima encontrar un 55 – 60 % de 
fármaco libre en sangre y en equilibrio con el intersticio celular. Esta característica es 
importante desde un punto de vista de eficacia clínica ya que si bien las cefalosporinas no se 
concentran intracelularmente (Brown y Percival, 1978), son numerosas las infecciones 
bacterianas que asientan en el medio extracelular (como Staphylococcus spp. y Streptococcus 
spp.). Los antibacterianos con menos unión a proteínas como aminoglucósidos y quinolonas, 
tienen generalmente una correlación plasma/tejidos mayor que los β-lactámicos, que se 
caracterizan por una elevada unión a proteínas plasmáticas (Beltran, 2004; Nix et al., 1991a y 
b).  




Tabla VI.2: Volúmenes de distribución de cefalotina y otras cefalosporinas administradas a 
diferentes dosis en especies animales y en personas; por vía IV – IM. 








Cefquinoma  Caninos IV 10 <10 0,24 - Limbert et al., 1991 
Cefquinoma  Caninos IV 2 - 0,49 - Zhang et al., 2014 
Cefuroxima Caninos IV 20 - 0.51 - Albarellos et al., 2015a 
Ceftizoxime Caninos IV 20 17 0,098 0,167 Murakawa et al., 1980 
Ceftazidima Felinos IV 30 - 0,18 - Albarellos et al., 2008 
Ceftriaxona Felinos IV 25 - 0,57 - Albarellos et al., 2007 
Cefotaxime  Caninos IV 50 - 0,48 - Guerrini et al., 1986 
Cefazolina  Humanos IV 12 85 0,69 - Rattie y Ravin, 1975 
Cefalotina  Humanos IV 12 65 0,75 - Rattie y Ravin, 1975 
Cefalotina  Humanos IV 12 71 0,60 - Dalley et al., 2009 
Cefalotina  Caninos IM 15 45 - - Gerdin et al., 1978 
UPP: unión a proteínas plasmáticas. Vdss y Vdárea: volumen aparente de distribución en el 
estado estacionario y calculado por el método del área, respectivamente. 
 
La mayoría de los ATMs se unen a la albumina principalmente, pero también se unen a 
otras proteínas (lipoproteínas, glicoproteínas α, β‚ y globulinas) en menor porcentaje. Diferentes 
factores pueden afectar esta unión como: la concentración del antimicrobiano, naturaleza y 
concentración de la proteína, pH, liposolubilidad, interacción y competencia con otros fármacos, 
interacción con componentes biológicos (como por ejemplo bilirrubina o ácidos grasos), 
enfermedades (como fallo renal, hipoproteinemia) (Nix et al., 1991b) etc. En pacientes que 
necesitan someterse a cirugía (ya sea de rutina o urgencia) pueden presentar diferentes 
alteraciones como: hipovolemias por hemorragia, hipoproteinemia en animales con vómitos 
crónicos, fallo renal, caquexia, entre otras; los anestésicos van a competir también por la unión 
a las proteínas haciendo variar aún más las fracciones conjugadas y libres del antimicrobiano 
periquirúrgico.   
El paso de la CFL libre desde la sangre hacia el intersticio es a través de espacios 
generados entre las células del endotelio capilar o de los poros presentes en el mismo 
(dependiendo del tipo de capilares, ya sea fenestrado, continuo o sinusoidal). El paso se verá 
influenciado por la unión a proteínas plasmáticas como mencionamos anteriormente, el tamaño 
de la molécula, la solubilidad en membranas y el grado de ionización (Riviere, 2009). Teniendo 
en cuenta que la CFL es una molécula hidrofílica que posee un pKa de 2,4, al interactuar con el 
plasma cuyo pH es de 7,4, si se aplica la ecuación de Henderson-Hasselbalch, genera un 
cambio en el equilibrio existente entre las formas no ionizadas e ionizadas, provocando un 
mayor porcentaje de esta última. Por tanto en este medio predomina la forma polar de CFL y 
sumado a su característica hidrófila, dificulta su paso a través de la porción fosfolipídica de las 




membranas celulares, lo que explicaría por qué la CFL no puede difundir más allá del 
intersticio. 
En cuanto al proceso de eliminación (metabolismo y excreción), los principales 
parámetros de referencia son el Cl, t½λe y TMR. El aclaramiento plasmático es uno de los 
parámetros cinéticos más importantes, mide la capacidad del organismo de eliminar el fármaco. 
La semivida de eliminación, definida como el tiempo que tarda en reducirse a la mitad la 
concentración plasmática después de alcanzar el pseudoequilibrio de distribución y el MRT, 
expresa la persistencia total del fármaco en el organismo. 
El hígado y el riñón son los principales órganos encargados del aclaramiento desde un 
punto de vista fisiológico, este fenómeno depende de la llegada de sangre al mismo (dada por 
el gasto cardíaco) y de la capacidad de extracción del órgano de eliminación. De forma que Cl 
= Q·E, siendo Q el flujo de sangre que llega a los órganos de eliminación o más general, gasto 
cardíaco y E una relación de extracción (Cin–Cout)/Cin que implica las concentraciones de 
entrada y salida de dicho órgano. A su vez el flujo cardíaco depende en gran medida del peso 
corporal corregido en escala alométrica: Q = 180·P-0.19, siendo P el peso corporal en kg. Para el 
caso de un canino de unos 20 kg promedio su Q = 100 ml/kg·min. Por tanto para un Cl de 0,73 
l/kg·h (12,166 ml/kg·min), la capacidad de extracción E sería de 0,122; es decir de un 12,2 %, 
considerándose un valor medio (alto = 0,35; medio = 0,15; bajo = 0,05. Tabla VI.4). (Toutain y 
Bousquet Melou en 2004b). Podemos comparar este valor en la tabla VI.3 con otros 
antimicrobianos en caninos. 
Tabla VI.3: Interpretación del aclaramiento plasmático para 5 antimicrobianos calculado para 
caninos 20 kg de peso corporal. 
Parámetros 
Antimicrobianos 
Penicilina Gentamicina Oxitetraciclina Cefalotina* Tilosina 
Cl (ml/kg·min) 3,5 3,1 4,0 12,16 22 
Gasto cardiaco 100 (ml/kg·min) 
Capacidad de extracción 
(%) 
3,5 3,1 4,0 12,16 22 
Semivida (min) 30 75 360 73,2 54 
*Resultados obtenidos en este trabajo para animales del grupo control. El resto de los valores 








Tabla VI.4: Puntos de corte en la clasificación (baja – media - alta) aclaramiento sanguíneo 
(ml/kg·min) en diferentes especies. (Toutain y Bousquet Melou 2004b). 
 Roedores Felinos  Caninos  Ovino  Humanos Porcinos Bovino/Equino 
Peso corporal 
(kg) 
0,2 3 20 50 70 100 500 
Alto (E= 0,35) 85 51 41 30 28 26 19 
Medio (E=0,15) 37 22 17,4 13 12 11,3 8,25 
Bajo (E=0,05) 12.2 7.3 5,8 6,2 5,8 5,4 3,6 
E: capacidad de extracción  
El T½λe, TMR y Cl calculado en los seis animales del grupo control fue de 1,06 ± 0,17 h, 
1,22 ± 0,13 h y 0,73 ± 0,15 l/kg·h, respectivamente. En la tabla VI.5 se pueden observar los 
valores hallados por otros autores. El t½λe encontrado en este estudio fue igual al hallado por 
Murakawa et al., (1980) para ceftixozima y similares a los documentados por Anika (2013) (0,9 
h). Esta cefalosporina se caracteriza por tener un grado de unión a proteínas plasmáticas del 
30 % y por ser un acido orgánico con un pKa de 3,1 características similares a las observadas 
en CFL (un 45 % de unión a proteínas plasmáticas y un pKa 2,4) lo cual puede ser la causa de 
su comportamiento farmacocinético similar. Las variaciones observadas en las diferentes 
cefalosporinas de la tabla VI.5 puede deberse a variaciones fisicoquímicas de cada molécula, 
generando cambios cinéticos y por ende variaciones en los diferentes parámetros. La 
cefquinoma se une entre un 5 al 15 % variando este pequeño porcentaje en bovinos, caninos, 
porcinos y ovinos (Limert et al., 1991; EMEA, 1995; Lohr et al., 2004; Tohamy, 2011); la 
ceftriaxona, posee un 25 % de unión a bajas concentraciones y un 2 % a elevadas 
concentraciones (Popick et al., 1987; Papich et al., 2010); la cefazolina posee un 19 % de unión 
a proteínas (Rosin et al., 1993); la cefovecina se une un 99 % en perros y gatos (Stegemann et 
al., 2006a y 2006b). Estas variaciones van a modificar los parámetros farmacocinéticos, como 
es en el caso extremo de la cefovecina que posee solo un 1 % de fracción libre de cefovecina, 
pequeña fracción capaz de ser filtrada por el glomérulo. Pero inclusive de lo filtrado, una parte 
puede ser reabsorbida, favoreciendo aun más la semivida de 7 días en gatos y 5 días en 
perros. Esto determina concentraciones tisulares mantenidas y efectivas, de al menos 14 días 
para cefovecina en perros y gatos. 
En cuanto a TMR, los valores encontrados en este trabajo fueron similares a los 
encontrados en cefuroxima por Albarellos et al., (2015a) en caninos. Por último, el aclaramiento 
fue ligeramente superior a los encontrados en otras cefalosporinas; sin embargo similar a los 
hallazgos Zhang et al., (2014) para cefquinoma en caninos.  
 
 




Tabla VI.5: Valores de semivida de eliminación (t½λe), tiempo medio de residencia (TMR) y 
aclaramiento plasmático (Cl) de diferentes cefalosporinas administradas por vía IV en distintas 
especies. 








Cefquinoma  Caninos IV 10 0,98 - 0,22 Limbert et al., 1991 
Cefquinoma  Caninos IV 2 0,44 - 0,49 Zhang et al., 2014 
Cefuroxima Caninos IV 20 0,94 1,31 - Albarellos et al., 2015a 
Ceftizoxime Caninos IV 20 1,06 - 0,19 Murakawa et al., 1980 
Ceftazidima Felinos IV 30 0,77 - 0,19 Albarellos et al., 2008 
Ceftriaxona Felinos IV 25 1,73 - 0,37 Albarellos et al., 2007 
Cefazolina  Humanos IV 12 1,45 - - Rattie y Ravin, 1975 
Cefomandole Caninos  IV 25 - - 0,29 Studley et al., 1982 
Cefalotina  Humanos IV 12 0,65 - - Rattie y Ravin, 1975 
Cefalotina  Humanos IV 12 0,74 0,38 1,58 Dalley et al., 2009 
Cefalotina  Caninos IV 25 - - 0,35* Studley et al., 1982 
* Este valor fue obtenido dividiendo la dosis /ABC 
En los trabajos citados de la tabla VI.5, no se disponen una gran cantidad de datos del 
TMR, probablemente por tratarse de análisis compartimentales (aunque se debe aclarar que 
algunos trabajos que emplean modelos compartimentales calculan el TMR en forma 
independiente, como en el caso de Albarellos et al., (2007). Sin embargo, es un parámetro que 
no se ve tan influenciado por el Cl y el Vd, porque es calculado por la relación entre el ABC y el 
área bajo el momento estadístico de la curva (ABMC), por lo tanto no considera el tiempo 
medio durante la fase exclusiva de eliminación (como la T½λe), sino una estimación de lo que 
dura en total el fármaco en el organismo. Es de esperar entonces, valores de TMR 
proporcionales a estas variables.  
La CFL es metabolizada en hígado, convirtiendo esta molécula en desacetilcefalotina, 
un compuesto biológicamente menos activo (2 a 16 veces menor) (Albarellos et al., 2015b). En 
conejos y roedores la desacetilcefalotina constituye el 75 % del total del fármaco en suero y 
solo 5-15 % en suero de pacientes humanos (Bergeron et al., 1977). Un estudio realizado por 
Cabana et al., (1976) en cefapirina (cefalosporina metabolizada en hígado en 
desacetilcefapirina), donde las concentraciones en suero y orina de este metabolito decrecen 
de roedores (mayor porcentaje), caninos hasta humanos. El análisis cinético de este fármaco 
sugirió que el riñón no solo cumple un rol en la excreción del ATM sino en el metabolismo del 
mismo en desacetilcefapirina (Cabana et al., 1976). Las similitudes en la molécula de cefapirina 
con la cefalotina, sugieren que el comportamiento de ambas en cuanto a metabolismo y 
eliminación va a ser similar. La eliminación de CFL y desacetilcefalotina se realiza por medio de 
filtración glomerular y secreción tubular (Albarellos et al., 2015b). En este estudio no se llevo a 




cabo la diferenciación de las concentraciones séricas y tisulares de desacetilcefalotina, se 
trabajó con ambas sin diferenciar, como si fueran solo una. Esto se debe al método de 
cuantificación utilizado (método microbiológico de Benett), que como ya hemos comentado, 
imposibilita la diferenciación de metabolitos activos. Para poder diferenciar las concentraciones 
de esta molécula necesitaríamos utilizar otra metodología como cromatografía líquida.   
La cantidad de fármaco en el organismo se puede conocer por medio del ABC, que en 
nuestro caso toma valores de 35,71 ± 7,15 μg·h/ml y de 35,51 ± 7,17μg·h/ml, para el ABC∞ y 
ABC0-t, respectivamente. Tanto en esta etapa experimental como en las demás, estos dos 
valores son semejantes (menor al 5 % para animales G1), por lo tanto de ahora en adelante, 
cuando nos refiramos al ABC, será por defecto el ABC∞, ya que es más representativo y no 
afecta la interpretación del valor del ABC0-t cuando la porción extrapolada al infinito es inferior al 
20 % de éste último (Riviere, 2009). 
En este trabajo, se encontraron valores inferiores a los informados por otros autores 
para otras cefalosporinas (tabla VI.6). No se encontró bibliografía de ABC para cefalotina en 
caninos. 
Tabla VI.6: Valores de área bajo la curva (ABC) de diferentes cefalosporinas administradas por 
vía IV e IM en caninos y felinos. 






Cefalexina*   Canino IM 10 72,44 Revuelto et al., 2005 
Cefquinoma  Canino IV 2 5,15 Zhang et al., 2014 
Cefalexina*   Canino IM 10 60,83 Revuelto et al., 2005 
Ceftizoxime Canino IV 20 100 Murakawa et al., 1980 
Ceftazidima Felinos IV 30 173,14 Albarellos et al., 2008 
* Diferentes formulaciones de cefalexina (estudio de biodisponibilidad). 
VI.3.2.1.1. Concentración de cefalotina en tejidos (grupo control). 
En el presente trabajo, las concentraciones en piel presentaron una Cmax de 4,37 ± 2,79 
a los 30 minutos, manteniéndose por encima de 1 µg/ml durante 1 hora, luego descendieron a 
0,77 ± 0,56 a las 2 h de administrada la cefalotina. La relación tejido/plasma encontrado a los 
30 minutos, fue de 0,26. El estudio realizado en felinos por Albarellos et al., (2015b), muestra 
concentraciones superiores (15,85 ± 5,44 µg/ml entre los 30 y 60 minutos), sin embargo la 
relación tejido plasma es menor a la hallada en este trabajo (0,17 ± 0,05 µg/ml) (tabla VI.7). 
 
 





Tabla VI.7: Concentraciones halladas en piel y relación tejido/plasma de diferentes 











Cefradine Ratas 50 R 24,20 1,26 Welky et al., 1974. 
Cefodizime Humanos 14 SK 17,00 0,42* Korting et al., 1987. 
Cefotaxime Humanos 14 SK 8,00 0,47 Frongillo et al., 1981. 
Cefalotina Felinos 30 H 15,85 0,17 
Albarellos et al., 
2015b. 
R: radioactivo; SK: Skin blíster; H: Homogeinato. *Valores aproximados (datos extraídos de 
gráficos al no disponer de datos numéricos). 
 
Las cefalosporinas, como la mayoria de los β-lactámicos, se concentran en el líquido 
intersticial sin poder penetrar las células por sus características físico-químicas (son moléculas 
polares) como se ve en la figura VI.1. (Nix et al., 1991a); a diferencia de otros ATM como las 
quinolonas que se acumulan en este espacio. Según Mouton et al., (2008) y Carryn et al., 
(2003), en contraposición a Nix (1991a), consideran este concepto incorrecto, ya que el paso 
de la molécula del β-lactámicos al interior célula si ocurre, solo que el pH encontrado en el 
interior hace variar su estado de ionización y por ende no se acumula. 
 
 
Figura VI.1: Distribución de los β-lactámicos en tejidos luego de la administración endovenosa. 
Paso desde el capilar (espacio rosa) al líquido intersticial y la imposibilidad de penetrar la 
célula. Un 20 % del peso total del tejido está conformado por el líquido intersticial y el 80 % por 
células. S: sangre, LI: líquido intersticial, C: célula, F: fármaco. (Nix et al., 1991a). 
Cuando se realiza el homogeinato de tejidos para la medición de β-lactámicos, se 
subestima la concentración en líquido intersticial, ya que como vemos en la figura VI.1 este 
solo representa el 20 % del peso total del tejido en estudio (lo cual en un homogeinato no es 
diferenciado del 80 % conformado por las células, quedando la muestra diluida). La tabla VI.8 




muestra el porcentaje de recuperación tejido/suero esperada para los β-lactámicos en tejidos 
no excretores en seres humanos y su comparación en la tabla VI.9 realizado en quinolonas. 
Nótese la diferencia encontrada en el porcentaje de recuperación intracelular de 0,008 % en β-
lactámicos y 5,80 % en quinolonas (700 veces mayor) (Nix et al., 1991a). 
Tabla VI.8: Porcentaje de recuperación tejido/suero esperada para los β-lactámicos en tejidos 
no excretores en seres humanos (Nix et al., 1991a). 
Sitio Tejido (%) Concentracion (µg/g) Recuperación (%) 
Sangre 4 40,00 0,960 
Espacio extracelular 16 40,00 6,400 
Espacio intracelular 80 0,01 0,008 
Total de recuperacion (%) 100   
Total de recuperación (µg)   7,360 
Relacion tejido/suero   0,180 
Calculado luego de su distribución en suero de 40 µg/ml en 1 g de tejido sometido a 
homogeinato.  
Las tres clases de ATMs más estudiados en la penetración tisular son los 
aminoglucosidos, β-lactámicos y quinolonas; estos estudios son realizados principalmente 
mediante homogeinato de tejidos (Nix et al., 1991a). Sin embargo, en lo que respecta a β-
lactámicos esta metodología no es la más precisa, por lo mencionado anteriormente. La cajas 
tisulares, líquido de ampollas en la piel (skin blister), implantes de algodón subcutáneos, y 
abrasiones en piel con papeles absorbentes, son más exactos en la medición de líquidos del 
espacio extracelular donde se acumularan las cefalosporinas (Nix et al., 1991b). 
En la tabla VI.10 se puede observar la variación en el porcentaje de penetración de 
diferentes cefalosporinas según el grado de unión a proteinas, cuanto mayor es el grado de 
unión, menor será el paso a tejidos (por menor cantidad de fármaco libre en sangre) (Simon 
and Malerczyk, 1977). El grado de unión de la cefalotina en caninos es 45 % aproximadamente 
(Gerdin et al., 1978), similar a la cefuroxima en seres humanos; por tanto podríamos llegar a 
esperar un porcentaje de penetración menor al 92 m% pero cercana al 80 %; sin embargo 
nuestros datos arrojan concentraciones inferiores, del 26 % o las halladas por Albarellos, 
(2015a) en felinos del 17 %. Esta diferencia puede deberse por el método seleccionado, en 
ambos estudios se utilizó homogeinato a diferencia de Simon and Malerczyk, (1977), que utilizó 
Skin blíster y por otro lado mantuvo una infusión continua frente a la dosis única empleada en 
nuestro estudio.  
 
 




Tabla VI.9: Porcentaje de recuperación tejido/suero esperada para quinolonas en tejidos no 
excretores en humanos (Nix et al., 1991a). 
Sitio Tejido (%) Concentración (µg/g) Recuperación (%) 
Sangre 4,0 4,0 0,16 
Espacio extracelular 16,0 4,0 0,64 
Espacio intracelular (agua) 53,6 4,0 2,14 
Espacio intracelular (sólidos) 26,4 22,0 5,80 
Total de recuperación (%) 100   
Total de recuperación (µg)   8,75 
Relación tejido/suero   2,20 
Calculado luego de su distribución en suero de 40 µg/ml en 1 g de tejido sometido a 
homogeinato. 
Tabla VI.10: Concentración de 5 cefalosporinas en suero y fluido de ampollas en la piel (Skin 
Blister fluid) en seres humanos luego de una infusión continua de estos fármacos (Simon and 
Malerczyk, 1977). 
  Concentración (µg/ml)  
Antibiótico Unión a proteínas (%) Skin Blister Suero Proporción (%) 
Cefradina  13-17 3,5 ± 0,5 4,8 ± 0,6 73 
Cefalotina 70 1,5 ± 0,03 2,8 ± 0,5 54 
Cefamandole 67 4,5 ± 0,6 8,1 ± 0,8 56 
Cefuroxima 40 12,0 ± 1.1 13,1 ± 1,0 92 
Cefazolina 78-90 9,0 ± 1,9 25,1 ± 0,9 36 
 
Por otro lado, considerando el porcentaje de recuperación tejido/plasma, los valores 
hallados en este estudio son similares a los encontrados por Nix et al., (1991a) (tabla VI.8). La 
contaminación de tejido con sangre, no representa errores substanciales en la estimación de 
los β-lactámicos, ya que la sangre representa sólo el 3 al 6 % de la mayoría de los tejidos. Y 
para algunas cefalosporinas se ha observado que esta contaminación puede aumentar la 
cantidad de sólidos en el homogeinato y de esta manera no solo no aumentar la concentración, 
sino hasta diluir la muestra (Nix et al., 1991a). 
VI.3.2.2. Estudio farmacocinético de la cefalotina tras administración IV a dosis única, en 
perras sometidas a Ovariohisterectomia. 
Según se puede ver en la figura V.18 y la tabla V.15, luego de la administración IV de 
CFL en las perras del grupo G2, se obtuvo en promedio una Cmax 78,67 ± 9,08 µg/ml a los 2 
minutos (tabal VI.10 se puede comparar con valores obtenidos en otros trabajos). Luego los 




valores de concentración de CFL descienden rápidamente desde su administración hasta las 
0,33 horas y posteriormente las concentraciones decaen más lentamente desde la media hora 
hasta el final. Este fenómeno, responde a un proceso farmacocinético de primer orden, al igual 
que los animales del grupo G1. Si bien las Cmax encontradas fueron inferiores al G1, estas 
diferencias no fueron estadísticamente significativas. Esto puede deberse a que no existen 
variaciones farmacocinéticas significativas en animales anestesiados vs animales despiertos 
para una administración IV, este parámetro podría verse afectado si la ruta de administración 
fuera SC, IM, PO; ya que las variaciones en la presión sanguínea y flujo en los tejidos (el 
animal presenta generalmente hipotensión) podrían retrasar o disminuir su absorción.   
Los valores obtenidos de Cmax son inferiores a los valores documentados por otros 
autores (ver tabla VI.11). Si comparamos los valores de Cmax corregidos por la dosis IV 
administrada (Cmax /dosis), podemos observar para este trabajo un valor de 3,16 (79/25); Rosin 
et al., (1989) obtuvo una relación Cmax /dosis de 5,92 para cefazolina en caninos y de 9 
cefazolina en caninos (Rosin et al., 1993), por su parte, en gatos, Albarellos et al., (2013) 
obtuvo una relación Cmax /dosis de 7 para cefazolina, de 3,9 para cefalexina (similares a los 
valores obtenidos en este trabajo) y de 11,7 para la cefalotina (Albarellos et al., 2015b).  
Tabla VI.11: Concentración máxima de la Cefalotina y otras cefalosporinas en caninos y felinos 
sometidos a diferentes protocolos anestésicos.  
Cefalosporina Especie Vía Dosis (mg/kg) Cmax (μg/mL) Autor 
Cefazolina  Caninos  IV  40 237,50 ± 62,50* Rosin et al., 1989 
Cefazolina  Caninos  IV  20 180 ± 20,00* Rosin et al., 1993 
Cefazolina Felinos IV 20 139,18 ± 49,76 Albarellos et al., 2013 
Cefalexina  Felinos  IV 10 39,53 ± 16,34 Albarellos et al., 2013 
Cefalotina  Felinos  IV 30 353,59 ± 118,92 Albarellos et al., 2015b 
*Valores aproximados (datos extraídos de gráficos al no disponer de datos numéricos). 
El volumen de distribución, en el estado de equilibrio (Vdss) fue de 0,65 ± 0,31 l/kg y 
durante el pseudoequilibrio (Vdárea) 1,09± 0,25 l/kg. Estos valores son ligeramente inferiores a 
los del grupo G1 (sin anestesia), pero no mostraron diferencias significativas entre ambos 
grupos. Anika S. M. (2013), documentó un volumen de distribución de 0,435 l/kg para cefalotina 
en caninos (tabla II.5), valor cercano a lo obtenido en este estudio. Estos valores fueron 
superiores a los informados para otros estudios farmacocinéticos realizados en caninos y 
felinos anestesiados (tabla VI.12). Los datos obtenidos en la tabla VI.12 hacen referencia a la 
cefazolina en caninos y a cefalotina en felinos. La cefazolina es una cefalosporina que se utiliza 
comúnmente en cirugías como agente profiláctico, y posee un espectro antibacteriano similar a 
la cefalotina; sin embrago existen diferencias cinéticas entre ambos fármacos.  




En seres humanos la cefalotina se une un 60 % a proteínas plasmáticas a diferencia de 
la cefazolina que lo hace un 86 %. La liposlubilidad también es un parámetro importante entre 
otros (grado de ionización, tamaño molecular, presencia de barreras biológicas) que hará variar 
el volumen de distribución. En seres humanos la cefalexina se une sólo un 15 % a proteínas 
plasmáticas, por lo que se esperaría un alto paso a tejidos o lo que es igual a un gran volumen 
de distribución, no obstante son indetectable las concentraciones en liquido céfalo raquídeo. El 
mayor grado de unión a proteínas de la cefazolina en relación a la cefalotina, también hará 
variar la T½λe, obteniendo un valor de 83 minutos para cefazolina y sólo 23 minutos para 
cefalotina (Tallarida y Jacob, 1979). Estos cambios podrían explicar las variaciones 
encontradas al comparar los resultados del presente estudio con los de Rosin et al., (1989) y 
Dickson et al., (1987).  
La unión a proteínas plasmáticas varía con la especie en estudio (tabla II.5), por ello las 
diferencias con los datos obtenidos por Albarellos et al., (2015b) en felinos. Los volúmenes de 
distribución tan bajos obtenidos en ese estudio pueden explicar posiblemente los valores Cmax 
tan elevados (353,59 ± 118,92).  
Tabla VI.12: Volúmenes de distribución de cefalotina y cefazolina administradas a diferentes 











Cefazolina Caninos 40 <25 - - Rosin et al., 1989. 
Cefazolina Caninos 25 - 0,27 0,33 Dickson et al., 1987. 
Cefalotina  Felinos  30 - 0,19 0,23 Albarellos et al., 2015b. 
 
Los valores de t½λe en los animales anestesiados fue de 1,60 ± 0,36 h, superiores a los 
observados en animales despiertos (G1) (22 minutos más en animales anestesiados), con un 
nivel de significación mayor al 5 %. Si comparamos estos valores con otros animales en 
condiciones similares (se utilizaron diferentes protocolos anestésicos) observamos que el valor 
t½λe encontrado en este estudio fue superior a los obtenidos por Rosin et al., (1989) y Dickson 
et al., (1987) en caninos con cefazolina (tabla VI.13). Como comentamos anteriormente, al no 
poder comparar el mismo fármaco, estas variaciones pueden ser debidas a las variaciones en 
las características fisicoquímicas de las moléculas en estudio. 
 El TMR fue de 1,39 ± 0,72 l/kg·h, ligeramente superior al grupo control pero sin grado 
de significación. Los valores de TMR encontrados en este trabajo fueron similares a los 
encontrados en animales anestesiados para cefalotina en felinos por Albarellos et al., (2015b) y 
en caninos para cefalotina por Rosin et al., (1989) (tabla VI.13). 
El aclaramiento plasmático fue de 0,47 ± 0,05 l/kg·h, significativamente disminuido en 
animales anestesiados en comparación a los despiertos (tabla VI.5). El aclaramiento fue 




ligeramente superior a los encontrados por otros autores para otras cefalosporinas también en 
animales anestesiados (tabla VI.13), y mayor al encontrado en gatos para la cefalotina 
(Albarellos et al., 2015b). Esto puede ser debido, como ya hemos comentado previamente, a 
diferentes grados de unión a proteínas plasmáticas o al protocolo anestésico que modifica en 
mayor o menor grado la prensión sistémica de los animales y por lo tanto los flujos sanguíneos 
renales, lo que podría también influenciar el aclaramiento plasmático.  
Tabla VI.13: Valores de semivida de eliminación (tT½λe), tiempo medio de residencia (TMR) y 
aclaramiento plasmático (Cl) de cefazolina y cefalotina, administradas por vía IV en caninos y 
felinos anestesiados. 









Cefazolina Caninos 40 1,26 1,29 - Rosin et al., 1989. 
Cefazolina Caninos 20 0,91 - - Rosin et al., 1993. 
Cefazolina Caninos 25 1,23 - 0,19 Dickson et al., 1987. 
Cefalotina  Felinos  30 1,07 1,16 0,16 Albarellos et al., 2015b. 
 
La t½λe es un parámetro considerado dependiente, en contraste con el aclaramiento 
plasmático y el volumen de distribución, que se consideran independientes ya que poseen una 
base fisiológica y no están determinados por una combinación de otros parámetros 
farmacocinéticos básicos. La semivida de eliminación o semivida terminal, expresa la tasa 
global de la eliminación efectiva de los fármacos durante la fase terminal; esta tasa global de 
eliminación no sólo depende de la eliminación del fármaco, sino también de la distribución del 
mismo (estado en equilibrio) (Toutein y Bousquet-Mélou, 2004c).  
             𝑡½λe=
0,632 𝑥 𝑉𝑑
𝐶𝑙
   
Donde 0,632 es el logaritmo natural de 2.  
Las diferencias encontradas en la t½λe pueden deberse exclusivamente a la reducción 
del aclaramiento plasmático en animales anestesiados. Ya que el volumen de distribución de 
ambos grupos no mostraron diferencias significativas. El aclaramiento plasmático se obtiene a 
partir de la dosis y el ABC (Toutain y Mélou, 2004b): 




La dosis en este estudio fue administrada en bolo endovenoso 25 mg/kg en ambos 
ensayos, pero sí se observaron variaciones en el ABC de ambos grupos (G1 y G2 tabla V. 21), 
por tanto hay una relación directa (aunque inversa) entre el ABC y el Cl (cuanto mayor es el 
aclaramiento, menor es el área bajo la curva). 
El aumento observado en los parámetros cinéticos (semivida de eliminación, tiempo 
medio de residencia y el aclaramiento) muestran una repercusión de los anestésicos a nivel del 




metabolismo y/o en la eliminación del fármaco. Los anestésicos inhalatorios, como el 
isofluorano (utilizado en este estudio para el mantenimiento de la anestesia), provocan 
alteraciones en el flujo sanguíneo hepático (arteria hepática o vena porta) (Gelman et al., 
1984), lo que podría afectar al metabolismo de la cefalotina, junto con las posibles 
modificaciones del flujo sanguíneo renal. En seres humanos, se estima que el 40 % de la 
función hepática se ve deprimida en pacientes anestesiados con agentes volátiles y el filtrado 
glomerular se reduce un 50 % (por disminución del flujo sanguíneo renal) (Welch et al., 1985). 
Burger et al., (1976), evaluó el funcionamiento renal en perros sometidos a anestesia con 
pentobarbital y tiopental sódico, donde evidenció disminución en el flujo sanguíneo. Este 
cambio no fue debido a la disminución de presión arterial (la cual se mantuvo estable) sino a 
una vasoconstricción local mediada por variaciones en la angiotensina.  
Un estudio realizado por Welch et al., (1985), en personas sometidos a anestesia con 
enfluorano, mostró una reducción significativa en el metabolismo y la eliminación de cefazolina 
(ATM preventivo en cirugía ortopédica), en comparación a pacientes que recibían anestesia 
local. El isofluorano produce una disminución de presión sanguínea concentración 
dependiente, y a diferencia del halotano (no modifica el gasto cardíaco), la hipotensión es 
resultado de la disminución de la resistencia periférica (Brunton et al., 2011).  
Durante la anestesia, los animales reducen su temperatura corporal (pudiendo observar 
valores inferiores a 36 °C), las razones de este descenso en la temperatura no solo dependen 
del anestésico utilizado y su vasodilatación, sino de la apertura de la cavidad abdominal, 
pérdida de sangre, depresión del SNC y la dificultad de mantener la termo regulación y la 
administración de fluidos endovenosos no atemperados, entre otros. La tasa metabólica 
también se ve alterada hasta un 30 % en animales anestesiados, imposibilitando la generación 
de calor (Brunton et al., 2011). La hipotermia genera alteraciones a nivel circulatorio y 
metabólico, que pueden generar variaciones en la farmacocinética de otros fármacos, como es 
en este caso la cefalotina.  
Un estudio realizado en ratas anestesiadas con pentobarbital, mostró una disminución 
en la semivida de eliminación y el aclaramiento plasmático de la cefazolina administrada IV. 
Los valores de las concentraciones séricas en las ratas anestesiadas fueron menores al 
comienzo del estudio a diferencia de las ratas despiertas (grupo control) los cuales se 
equilibraron a los 60 minutos, y a partir de los 90 a 120 minutos fueron mayores a diferencia del 
grupo control (Tabla VI.14) (Terasaki et al., 1985). 
 
 




Tabla VI.14: Comparación de las concentraciones plasmáticas de cefazolina en roedores 
anestesiados y sin anestesiar (grupo control) (n=6), luego de la administración de 20 mg/kg vía 
IV (Terasaki et al., 1985). 
Condición del 
animal 
Concentración plasmática (µg/ml) de cefazolina en diferentes 
tiempos (minutos) 
30 60 90 120 
Despierto 40,7 ± 2.9 23,9 ± 2,1 12,5 ± 1,0 8,18 ± 0,82 
Anestesiado 34,9 ± 1,6 21,1 ± 1,0 14,1 ± 2,0 12,0 ± 2,70 
 
La cantidad de fármaco en el organismo se puede conocer por medio del ABC, que en 
nuestro caso para el grupo G2, toma valores de 53,37 ± 5,23 μg·h/ml y de 53,14 ± 5,24 μg·h/ml, 
para el ABC∞ y ABC0-t, respectivamente. Estos dos valores son semejantes (menor al 5 %), por 
lo que al igual que en animales del G1 de ahora en adelante cuando nos refiramos al ABC, 
será por defecto el ABC∞. En comparación al G1, se encontraron valores superiores (1,5 veces 
mayor), con p=0,002; esto puede deberse al impacto de la reducción del aclaramiento 
plasmático en animales anestesiados.  
Mahne et al., (2014) encontró variaciones similares en la farmacocinética de amikacina 
en caballos sometidos a anestesia general (Ketamina-diazepan-guaifenesin-romifidina) en 
comparación con animales sedados (romifidian – butorfanol). El ABC del grupo sedado fue de 
907 ± 1046 μg·h/ml a diferencia del grupo con anestesia general 1075 ± 1213 μg·h/ml. También 
se hallaron variaciones en el TMR, siendo 4.48 ± 2.48 y 4.88 ± 2.06 h respectivamente. 
En este trabajo, se encontraron valores similares a los informados por otros autores 
(tabla VI.15) para cefalotina - cefazolina vía IV y SC. No se encontró bibliografía de ABC para 
cefalotina en caninos. 
Tabla VI.15: Valores de área bajo la curva (ABC) de cefazolina y cefalotina por vía IV y SC en 
caninos y felinos anestesiados. 





Cefazolina Caninos IV 40 69,28 Rosin et al., 1989. 
Cefazolina Caninos IV 20 48,94 Rosin et al., 1993. 
Cefazolina Caninos SC 20 65,52 Rosin et al., 1993. 
Cefalotina  Felinos  IV 30 189,69 Albarellos et al., 2015b. 
 





Figura VI.2: Aéreas bajo la curva (µg·min/ml) en animales anestesiados (G2) en comparación 
al grupo control (G1) (p=0,001). 
VI.3.2.2.1. Concentración de cefalotina en tejidos en perras sometidas a 
ovariohisterectomía. 
En la segunda etapa del estudio, se tomaron muestras de piel en animales 
anestesiados, obteniéndose Cmax de 1,60 µg/ml a los 30 minutos. La relación tejido/plasma fue 
de 0,06; 4,33 veces inferior a los valores hallados en las perras del grupo control (p<0,05). En 
comparación a la tabla VI.1, este valor fue inferior a todos los valores hallados en otros trabajos 
(animales no sometidos a OVH). Esta disminución en las concentraciones puede deberse a 
varios cambios producidos por los agentes anestésicos, como el mismo acto quirúrgico. 
Cambios en la temperatura, viscosidad de la sangre (por la administración de solución 
fisiológica), pH de la sangre a veces como consecuencia de cambios en la oxigenación de los 
tejidos, pérdidas por pequeñas hemorragias, dolor, presencia de otros fármacos (como 
anestésicos, relajantes musculares, vasodilatadores, etc.), pueden hacer variar la 
farmacocinética del antimicrobiano y por ende alterar las tasas de reparto sangre/tejido. En lo 
que respecta a la piel, las variaciones en la microcirculación sanguínea es uno de los factores 
más importantes que van a influenciar la llegada del ATM. 
Un estudio realizado en caninos por Deal and Green, (1953), demostró las variaciones 
que se producen en la irrigación a nivel de piel y músculo según el pH de la sangre. Se observó 
una vasodilatación en ambos tejidos en pH ácido, pero al alcalinizar la sangre (en este estudio 
se realizó con buffers y tiopental sódico) a nivel muscular se produjo una vasodilatación pero 
en piel se observó vasocontrición. Datos similares fueron encontrados por Fleishman et al., 
(1957) y Lanier et al., (1952). Esta variación en la circulación de sangre a nivel cutáneo y 
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La microcirculación de la piel se vio reducida por vasodilatación en pacientes humanos 
bajo anestesia general (Protocolo: propofol, midazolam y fentanilo)  (Landsverk et al., 2007), al 
igual que en otros estudios realizados en animales por Colantuoni et al., (1984) en hamsters y 
Hundley et al., (1988) en conejos; esto también podría explicar la disminución observada en 
este estudio. 
Por otro lado, pérdidas de sangre producidas durante la cirugía, que muchas veces no 
son detectables, producen alteraciones en la circulación sanguínea periférica 
(vasoconstricción). La pérdida de más del 30 % del volumen sanguíneo, produce cambios 
severos en la presión sanguínea, por debajo de este nivel en general la presión se mantiene 
estable. La frecuencia cardíaca por otra parte, muestra variaciones (taquicardia compensatoria 
al comienzo de la hemorragia seguida de bradicardia) con pérdidas de sólo el 5 % del volumen 
sanguíneo. La duración y gravedad de la bradicardia, puede variar según el protocolo 
anestésico seleccionado (Padhi et al., 1958). En este trabajo, al realizar el procedimiento 
quirúrgico, las pérdidas de sangre no fueron elevadas, pero quizás suficientes para provocar 
los cambios anteriormente mencionados La frecuencia cardíaca promedio fue de 84,05 ± 
13,69, la PAM 83,72 ± 19,45, permaneciendo dentro de los rangos normales para el tamaño y 
peso corporal del grupo en estudio.   
 
Figura VI.3: Concentraciones en piel (µg/ml) y tasa de penetración (relación tejido/plasma) en 
perras anestesiadas (G2) en comparación al grupo control (G1) (p<0,05). 
 
En tejido subcutáneo se observaron concentraciones 1,47 ± 0,39 µg/ml a la hora de 
ser administrada la CFL, concentraciones similares a las halladas de cefmenoxime (pKa 3-4 y 





























comparación a otras cefalosporinas (tabla VI.11) este valor fue inferior. De todas maneras, los 
métodos utilizados en los estudios reflejados en la tabla VI.11 fueron diferentes al realizado en 
este estudio y según la bibliografía (como mencionamos anteriormente) el homogeinato puede 
diluir el resultado de la muestra. Por otro lado, la unión a proteínas, que depende de la especie 
y el tipo de fármaco en estudio, altera en gran medida el paso de ATM al tejido. La falta de 
información con respecto a la cefalotina en caninos, imposibilitan una comparación más 
precisa. 
 La relación tejido/plasma obtenida en este trabajo fue de 0,09 (9,33 %), similar a la 
encontrada para cefmenoxime por Tanayama et al., (1980) y para cefotaxime Hofftedt y 
Walder, (1981) en roedores (tabla VI.11) y seres humanos respectivamente, a dosis similares a 
las utilizadas en nuestro estudio. 
 Bergeron et al., (1977) evidenció un menor paso de desacetilcefalotina a líquido 
intersticial en conejos, en comparación a la CFL. Este fenómeno puede ser la causa del 
hallazgo de concentraciones inferiores de CFL, al compararlas con otras cefalosporinas con 
mayor tasa de paso. También puede ser debido al diferente grado de metabolización, ya que si 
se degrada en menor proporción a metabolitos inactivos o de escasa actividad antibacteriana 
(como es el caso de la CFL y su metabolito), y se utiliza un método microbiológico para 
cuantificar ese paso, el halo de inhibición seria mayor (cuanto menos metabolización) y por 
tanto las concentraciones resultantes serian también mayores, dando una aparente mayor tasa 
de paso. Por tanto se debería comparar estos valores con moléculas similares como la 
cefapirina (que posee su metabolito desacetilcefaspirina), o con métodos semejantes. 
Tabla VI.11: Concentraciones halladas en Tejido subcutáneo y relación tejido/plasma de 











Cefradina Ratas 50 R 18,50 1,98 Welky et al., 1974. 
Cefmenoxima Ratas  20 R 2,40 0,04 Tanayama et al., 1980. 
Cefomandole Ratas  12 RC 5,57 1,34 Sullivan et al., 1977. 
Cefadrine Humanos 14 IA 13,20 0,40 Hofftedt y Walder, 1981. 
Cefuroxima Humanos 21 IA 9,20 0,10 Hofftedt y Walder, 1981. 
Cefotaxime Humanos 29 IA 16,50 0,95 Hofftedt y Walder, 1981. 
Cefoxitin Humanos 29 IA 20,4 0,22 Hofftedt y Walder, 1981. 
R: radioactivo; RC: radiocarbono; IA: implantes de algodón.  
Las muestras de músculo en animales anestesiados presentaron una Cmax de 0,93 ± 
0,33 µg/ml a la hora de ser administrada la CFL, y la relación tejido/plasma fue de 0,06 (5,9 %). 
Este valor fue igual al encontrado en felinos por Albarellos et al., (2015b) y similares a los 
hallados por Green et al., (1980) en seres humanos, ambos estudios realizados con CFL (tabla 
VI.12). En proporción fue 0,5 veces inferior al encontrado por Mabry et al., (1976); esta 




diferencia puede deberse al método de cuantificación que fue realizado en ese caso con tejido 
entero y no homogeinato (posible dilución de la muestra). 
En peritoneo se obtuvo una Cmax de 1,68 ± 0,57 µg/ml a la hora de administrada la CFL 
y una relación tejido plasma de 0,11 (10,67 %). Este tejido fue el que presento mayor Cmax y 
relación tejido/plasma, en comparación a los otros tejidos analizados. Valores similares para 
esta misma cefalosporina fueron encontrados en conejos por Gerding et al., (1976) (tabla 
VI.13), con un porcentaje de penetración del 15,1 % usando cajas tisulares, pudiendo 
considerar que este método de cuantificación es más preciso.  
Tabla VI.12: Concentraciones halladas en músculo y relación tejido/plasma de diferentes 











Cefradine Ratas 50 R 9,5 0,46 
Welky et al., 1974. 
Cefmenoxime Ratas  20 R 2,6 0,05 Tanayama et al., 
1980. 
Cefomandole Ratas  12 RC 0,84 0,20 Sullivan et al., 1977. 
Cefalotina  Conejos  20 CT 11,51 0,35 
Rule et al., 2008. 
Cefalotina  Felinos  30 H 6,46 0,06 Albarellos et al., 
2015b. 
Cefalotina  Humanos  30 H 17* 0,08 Green et al., 1980. 
Cefalotina  Caninos 100 TE 30* 0,37* Mabry et al., 1976. 
R: radioactivo; RC: radiocarbono; IA: implantes de algodón. CT: caja tisular; H: homogeinato; 
TE: tejido entero.*Concentraciones aproximadas. 
Tabla VI.13: Concentraciones séricas y cajas tisulares (CT) peritoneales y porcentaje de 









Cefazolina 111,3 10,5 9,5 
Cefalodrina 73,7 12,4 16,9 
Cefapirina 60,0 5,2 8,7 
Cefalotina 40,2 6,1 15,1 
 





Figura VI.4: Porcentajes de penetración a tejidos de CFL en perras sometidas a OVH (G2). 
 
 
Figura VI.5: Curvas de concentración (µg/ml) tiempo (h) para CFL en los 4 tejidos (piel - tejido 
subcutáneo - músculo - peritoneo), en perras sometidas a OVH (G2). 
Por tanto y en función de lo observado hasta ahora, las concentraciones y tasa de 
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subcutáneo y peritoneo; en términos generales se considera que las concentraciones en 
músculo deben ser similares a las concentraciones encontradas en sangre. Este valor inferior 
puede deberse a diferentes factores, como el grado de unión a proteínas plasmáticas de la CFL 
en caninos que pudieron modificar el tiempo requerido para el paso a músculo, al porcentaje de 
ionización en plasma y tejido (suponiendo variaciones de pH entre ambos compartimientos) de 
la molécula y la imposibilidad de traspasar las membranas; y al método de cuantificación por 
homogeinato que como hemos comentado reiteradamente es un valor subestimado. El grado 
de ionización de la molécula pudo verse influenciada por los cambios a los que están 
expuestos los tejidos durante una cirugía, no solo la presencia de anestésicos en el torrente 
sanguineo que puedan hacer variara el pH y la irrigación de los tejidos, sino a fenómenos de 
oxidación que puedan sufrir al encontrarse el tejido muscular expuesto durante al acto 
quirúrgico. Dependiendo del ATM podemos encontrar diferentes variaciones en el acúmulo de 
fármaco en los tejidos. Si comparamos las concentraciones de cefpiroma en pacientes 
humanos, observamos concentraciones similares en músculo y en suero, a diferencia de lo que 
ocurre con la cefodizima la cual presenta concentraciones inferiores en músculo; al comparar 
las concentraciones en tejido muscular con respecto a otros tejidos, podemos observar que 
esta relación no es constante. La relación músculo/plasma para cefodizima es cercana a 0,4; y 
sólo encontramos una relación de 0,05 en tejido subcutáneo/plasma. En contraposición, el 
análisis de cefpiroma mostró una relación de 1 músculo/plasma y una relación cercana a 2 
tejido subcutáneo/plasma. Podemos observar en estas 2 cefalosporinas, bajo la misma técnica 
de cuantificación, como varían las concentraciones encontradas en los tejidos dependiendo de 
la molécula en cuestión (Cefodizima 80 % unión a proteínas y cefpiroma 10 % de unión) (Müller 
et al., 1996 y 2004).   
La dosis utilizada, por ende la cantidad de fármaco en el torrente sanguíneo, puede 
hacer variar el paso a los tejidos. Un estudio realizado en ratas por Liu et al., (2002) demostró 
pequeñas variaciones en el paso de moléculas a medida que aumentaban la dosis de 
cefpodoxima de 10 y 20 mg/kg, hasta la infusión continua de 260 µg/h, observándose mayores 
diferencias en las concentraciones del fármaco a 10 mg/kg entre tejido pulmonar y músculo 
estriado, que a 20 mg/kg y equiparándose completamente al realizar una infusión continua 
desde el comienzo del ensayo. Estas variaciones se han encontrado también en personas con 
sepsis, mostrando una menor tasa de penetración en tejidos en este tipo de paciente, con 
respecto a personas sanas, produciéndose un equilibrio entre sanos y enfermos a los 120 
minutos de administrado el fármaco. De igual forma Joukhadar et al., (2002), observó como  las 
concentraciones halladas en músculo para cefpiroma, fueron 2 veces inferiores en personas en 
estado crítico (sepsis) que en voluntarios sanos (62 y 127 µg/ml respectivamente). Por su parte 
Müller et al., (2004) también encontró diferencias significativas entre las concentraciones de 
fármaco libre en suero y el porcentaje de penetración a tejidos, si bien a diferencia de lo 
descrito por Joukladar, estas diferencias se mantuvieron incluso después de 250 minutos. 




VI.3.3. Estudio farmacodinámico: concentración inhibitoria mínima (CIM) frente 
asilamientos dérmicos de Staphylococcus spp. procedentes de animales sanos.  
 
Staphylococcus aureus y Staphylococcus pseudintermedius, son las principales 
bacterias coagulasa positivas implicadas en infecciones oportunistas en caninos, como es en el 
caso de una cirugía donde se interrumpe una barrera de defensa como la piel. En perros el S. 
pseudintermedius (recientemente reconocido como una cepa diferente a S. intermedius), es 
más común que el S. aureus, siendo el principal colonizador y causante de infecciones. Es un 
patógeno frecuente en infecciones como otitis, piodermas, infecciones del tracto urinario, etc. 
(Rubin et al., 2011).  
Como la prevalencia de resistencia bacteriana es geográficamente variable, es 
necesaria la realización de investigaciones con patógenos locales. En el presente estudio se 
utilizaron 48 animales, similar a lo testeado por Rosin et al., (1993); Petersen y Rosin, (1995); 
Griffeth et al., (2008) y ligeramente inferior al utilizado por Westermeyer et al., (2010) con n=75. 
El objetivo de este aislamiento bacteriano fue obtener muestras de Staphylococcus spp. 
procedentes de animales sanos y realizar la identificación cepas bacterianas de ECP y ECN, y 
más concretamente de S. aureus, principal patógeno en pacientes humanos y posible base de 
transmisión de resistencia, zoonosis. A partir de estos aislamientos se realizaron la CIM frente 
a CFL.  
Del total de 48 animales sanos muestreados, solo 35 muestras desarrollaron colonias 
de Staphylococcus spp., lo que representa una prevalencia del 72,92 %. De las 35 muestras 
positivas, 17 muestras fueron identificadas como Staphylococcus aureus; lo que representa un 
48 % de las colonias y una prevalencia poblacional del 35 %. En nuestro estudio no se 
identificaron otras especies como S. pseudintermedius, S. intermedius y S. schleiferi ssp. 
Coagulans, a diferencia de los trabajos de Rosin et al., (1993) y Petersen y Rosin, (1995). Un 
estudio realizado en caninos por Griffeth et al., (2008) sobre un total de 50 animales sanos 
muestreados, la prevalencia fue del 74 % para Staphylococcus coagulasa positiva, valores 
similares a los hallados en este estudio, S. aureus (16 %), S. intermedius (92 %) y S. schleiferi 
ssp. coagulans (5 %). El rango de resistencia de estas cepas a meticilina fue de 0 %, 3 % y 50 
%, respectivamente.  
Los valores obtenidos en este estudio para patógenos locales fue CIM90 = 0,25 y CIM50 
= 0,06 µg/ml (Tabla V.24). Valores similares fueron hallados por Rosin et al., (1993) en 
Wisconsin EE.UU para cefazolina en caninos. Un estudio posterior, realizado por el mismo 
autor y Petersen (1995) (también en Wisconsin), mostró una CIM90 0,12 µg/ml y CIM50 por 
debajo de 0,06 µg/ml para CFL. Westermeyer et al., (2010) en Luisiana (EE.UU.) obtuvo una 
CIM90 de 0,12 µg/ml, ligeramente inferior a la observada en este trabajo. Es interesante 
comprobar cómo a pesar de los años los valores de CIM se han mantenido constante frente a 




este antimicrobiano. Valores superiores fueron utilizados de referencia en otros estudios como 
punto de corte, pero estos no fueron realizados de aislamientos locales y contemplan la 
contaminación de bacterias Gram negativas, como Rosin et al., (1989) con una CIM de 16 
µg/ml como punto de corte y Albarellos et al., (2015b) con una CIM de 1 y 8 µg/ml para 
bacterias susceptibles y resistentes respectivamente.  
La diferencia esperada entre la CIM50 y CIM90, debería ser cercano al doble del valor, en 
este estudio se observo 4 veces el valor entre ambas. Esto puede indicar la utilidad de este tipo 
de estudios, para magnificar el grado de resistencia que van adquiriendo las diferentes cepas 
bacterianas. Si observamos la CIM90 de cefalotina obtenida por Petersen y Rosin (1995) de 
0,12 µg/ml y la comparamos el presente estudio, vemos un aumento en la resistencia desde 
1995 al 2014 de 2 veces el valor (la comparación es estimada, debería realizarse sobre los 
animales de la misma región topográfica).  
Tabla VI.14: CIM90 y CIM50 para cefalotina y cefazolina frente a Staphylococcus spp. obtenida 









Cefalotina <0,013 - 8 0,12 0,013 Petersen y Rosin, 1995 
Cefalotina 0,02 - 8 0,25 0,06 Presente estudio 
Cefazolina - 16 - Rosin et al., 1989 
Cefazolina 0,06 - 64 0,25 0,060 Rosin et al., 1993 
Cefazolina <0,013 - 8 0,25 0,062 Petersen y Rosin, 1995 
VI.3.4. Parámetros farmacocinéticas y farmacodinámicos para cefalotina en suero y 
tejidos. 
El uso racional de antimicrobianos requiere de dosis óptimas, para cada individuo, 
(considerando su condición fisio-patológíca, especie y edad) no solo para la eficacia clínica 
sino para minimizar la selección y dispersión de microorganismos resistentes (Toutain et al., 
2002). El empleo profiláctico de ATMs es una práctica cotidiana en el ámbito quirúrgico, la 
administración previa al procedimiento quirúrgico  de forma terapéutica o preventiva en los días 
posteriores al mismo, son un procedimiento de rutina en la clínica. El uso preventivo de estos 
fármacos, principalmente en heridas limpias, es discutido por diferentes autores haciendo 
hincapié en la posible resistencia bacteriana en el futuro. Estudios FC/FD del ATM utilizado en 
la especie diana permiten minimizar esta problemática, permitiendo hacer un uso responsable 
de los mismos estableciendo mejores pautas para los regímenes posológicos.    
En este estudio, dado que las cefalosporinas son antibióticos denominados tiempo 
dependiente, se utilizó el parámetro t>CIM, tanto para animales del G1 y G2 en suero y tejidos. 
El punto de corte teórico para la CIM90, fue obtenido de la bases de datos del EUCAST 2014, 




fijadose en 1 µg/ml. El punto de corte para los patógenos locales se fijó a partir de las CIM de 
los asilamientos dérmicos, en 0,25 µg/ml, inferior a los datos del EUCAST, (ver tabla V.24). La 
estimación realizada entre la concentración del suero y la CIM (predice lo que sucede en todos 
los tejidos que no dependen de una barrera biológica para su ingreso), es más exacta que la 
estimación que se realiza entre los tejidos y la CIM (Nix et al., 1991b). 
Las concentraciones séricas en todos los animales del G1 presentaron valores por 
encima de la CIM90 de los patógenos locales (0,25 µg/ml) durante 6,44 ± 1,23 h; estos valores 
fueron superiores en el G2 manteniéndose por encima de la misma durante 7,68 ± 2,65 h. Para 
la CIM90 de referencia (1 µg/ml), el G1 se mantuvo durante 4,13 ± 0,60 h y el G2 durante 5,57 ± 
2,51 h. Las diferencias observadas entre ambos grupos se debe a las diferencias 
farmacocinéticas discutidas en VI.3.2.2., donde se observo una menor capacidad de excreción 
(Cl) en el G2, aumentando la t½λe y el TMR, por tanto el tiempo en el que el fármaco permanece 
en sangre y en los tejidos es mayor, lo que refleja un t>CIM superior. En la tabla  VI.16 puede 
observarse diferentes cefalosporinas utilizadas en caninos y felinos (bajo anestesia y grupo 
control) y su respectiva t>CIM. 
De acuerdo a estos datos la cefalotina para animales sometidos a ovariohisterectomía 
podría administrarse cada 9 horas (t>CIM 80 %) (Tabla VI.15) manteniendo una eficacia 
antimicrobiana adecuada frente a los patógenos locales responsables de contaminación de 
heridas quirúrgicas provenientes de la piel, en vez de seguir la recomendación tradicional de 
administración respetando dos semividas de eliminación (3 horas). Si tomamos en cuenta el 
valor de CIM de referencia, debería administrase cada 7 h (t>CIM 80 %) (Tabla VI.15). Las 
cefalosporinas requieren permanecer un mayor tiempo por encima de la CIM que otros β-
lactámicos (Riviere et al., 2009) por este motivo se seleccionó t>CIM 80 %, no obstante, 
tampoco es conveniente que el t>CIM dure todo el intervalo entre dosis (es incorrecto mantener 
la concentraciones durante el 100 % del tiempo). La actividad de estos ATMs se manifiesta 
justamente en el momento en que sus concentraciones comienzan a disminuir por debajo de la 
CIM, y justifica la necesidad de disponer entre administraciones, de un período de 
concentraciones sub-CIM que permitan a las bacterias reiniciar su fase de crecimiento y de esa 
manera, ser susceptibles a la segunda dosis y así sucesivamente hasta disminuir la carga 
bacteriana (Odenholt, 2001).  
Las concentraciones observadas en tejidos (piel, tejido subcutáneo, músculo y 
peritoneo) mostraron concentraciones superiores a la CIM90 para patógenos locales durante 
las 2 h de muestreo para todos los animales. Si tomamos la CIM90 de los patógenos de 
referencia, en piel solo 3 animales estuvieron por encima de este valor a los 30 minutos de 
administrada la CFL. Posiblemente se debe a que las concentraciones máximas en tejidos se 
alcanzaron a los 50 minutos de administrado el ATM en animales anestesiados (valor obtenido 
en los demás tejidos); los animales que no alcanzaron esta concentración pueden haberla 




alcanzado posterior a los 30 minutos. El protocolo de muestreo se estableció en solo dos 
muestras a los 15 y 30 minutos para no entorpecer la cirugía, ya que todos los animales del G1 
obtuvieron la Cmax a los 30 minutos. pero no se tuvo en cuenta la variación en la 
farmacocinética en animales anestesiados.  
Tabla VI.15: Cálculo de indicadores de eficacia FC/FD de cefalotina (25 mg/kg IV) en perras 
sometidas a ovariohisterectomía (G2), utilizando una CIM90 = 0,25 y 1 μg/ml. 
 t>CIM (h) A B C D E F Media ± D.E. 
CIM90 0,25 
µg/ml  
100 % 11,75 6,52 9,40 5,12 5,00 8,30 7,68 ± 2,65 
80 % 14,10 7,82 11,28 6,14 6,00 9,96 9,22 ± 3,17 
50 % 23,50 13,04 18,80 10,24 10,00 16,60 15,36 ± 5,29  
CIM90 1 µg/ml 
100 % 10,50 4,40 5,30 3,85 3,90 5,45 5,57 ± 2,51 
80 % 12,60 5,28 6,36 4,62 4,68 6,54 6,68 ± 3,01 
50 % 21,00 8,80 10,6 7,70 7,80 10,9 11,13 ± 5,02 
 
En tejido subcutáneo, músculo y peritoneo, se observaron valores por encima de la 
CIM90 para patógenos de referencia a los 50 minutos de administrada la CFL, permaneciendo 
por encima de este nivel durante sólo 30 minutos. Cabe aclarar, que los parámetros FC/FD 
deben ser evaluados de acuerdo a las concentraciones séricas (Nix, 1991b) y no se puede 
establecer regímenes posológicos basándose en estos resultados, ya que como se discutió en 
las secciones anteriores, el método de cuantificación por medio de homogeinato puede 
subestimar los valores reales. Si bien, lo deseable es conocer las concentraciones del ATM en 
los sitios diana, es decir donde se encuentra o desarrolla la posible infección, por eso 
consideramos de gran interés conocer, al menos de manera aproximada, cuales son las 
concentraciones tisulares en el uso profiláctico de la CFL en caninos. 
Si observamos el comportamiento farmacocinético y no los valores absolutos obtenidos 
en tejidos, podemos dilucidar una Cmax para tejido subcutáneo, músculo y peritoneo a los 50 
minutos de administrada la CFL en animales anestesiados. Este hallazgo podría indicar la 
necesidad de administrar el ATM unos 50 a 60 minutos antes de la cirugía, en vez de seguir la 
recomendación tradicional de administración de 30 minutos previos, si se desea obtener las 
mayores concentraciones a la hora de comenzar la intervención. 
Un estudio realizado en caninos por Petersen y Rosin, (1995), mostró valores similares 
a los hallados en este estudio, donde t>CIM para Staphylococcus spp. para CFL fue de 8,11 ± 
2,14 h en animales no sometidos a ovariohisterectomia (CIM90 0,12 µg/ml). Albarellos et al., 
(2015b) halló valores de t>CIM de CFL en gatos sometidos a ovariohisterectomía de 5,50 h 
(CIM 1 µg/ml) ligeramente inferiores a lo de este estudio. Para cefazolina, un estudio realizado 
por Rosin et al., (1989) en caninos anestesiados mostró t>CIM 2,5 h en relación a las 
concentraciones séricas y 3,5 h en comparación al líquido del sitio quirúrgico (CIM90 16 µg/ml). 




Posteriormente el mismo autor (Rosin et al., 1993) en caninos sometidos a anestesia obtuvo 
valores t>CIM durante 6 h y si se administraba otra dosis SC a las 6 h, permanecía durante 12 
h por encima de la CIM90 en el sitio quirúrgico (CIM90 0,25 µg/ml). En 1995 Petersen y Rosin 
hallaron en caninos sin anestesia valores de t>CIM de 9,74 ± 3,10 h (tabla VI.16).  
Los diferentes estudios aseguran una protección antibiótica de entre 5.5 y 9 horas 
(según punto de corte 0.25 – 1 µg/ml, a excepción de la cefazolina en caninos con un punto de 
corte de 16 µg/ml con 2,5 h) (tabla VI.16) que en cualquier caso es superior a la duración de un 
procedimiento quirúrgico, incluso si consideramos las concentraciones tisulares, con todas las 
limitaciones expuestas, se pueden garantizar concentraciones del ATM superiores a dos horas. 
Tabla VI.16: t>CIM (h) para diferentes cefalosporinas en caninos y felinos; bajo anestesia y 






t>CIM (h) Anestesia Autor 
Cefalotina  Caninos 40 0,12 8,11 ± 2,14 NO Petersen y Rosin, 1995. 
Cefalotina  Felinos  30 1,00 5,50 SI Albarellos et al., 2015b. 
Cefalotina Caninos 25 0,25 7,68 ± 2,65 SI Presente estudio. 
Cefazolina  Caninos  40 16 2,5 ± 0,50 SI Rosin et al., 1989. 
Cefazolina Caninos  20 0,25 6,00 SI Rosin et al., 1993. 
Cefazolina  Caninos  20 0,25 9,74 ± 3,10 NO Petersen y Rosin, 1995. 
 
El uso racional de antimicrobianos requiere de dosis óptimas y adecuadas, para cada 
individuo, considerando su condición fisio-patológíca, especie, edad etc, no solo para 
garantizar la eficacia clínica sino para minimizar la selección y dispersión de microorganismos 
resistentes (Toutain et al., 2002). Por tanto se requieren estudios como el que hemos llevado a 
cabo para establecer el tiempo y la dosis a las que se debe aplicar el ATM, teniendo en cuenta 
las modificaciones cinéticas que se producen como consecuencia de una intervención y las 
variaciones dinámicas o de sensibilidad de los patógenos como consecuencia de la presión 
antibiótica a la que se ven sometidos según la región geográfica. La combinación de ambos 
procesos farmacocinéticos y farmacodinámicos nos permitirá establecer una individualización 
del tratamiento y el mejor uso posible del arsenal terapéutico, evitando la aparición a futuro de 
nuevas cepas resistentes que impactan tanto en la salud animal como en la salud pública. 
  



























1.  El método microbiológico resultó una técnica válida para la detección y cuantificación de 
cefalotina en suero y tejidos (piel, tejido subcutáneo, músculo y peritoneo) en caninos.  
2. La cefalotina a la dosis utilizada en este estudio (25 mg/kg) posee un comportamiento 
farmacocinético en caninos, similar al descrito para otras cefalosporinas de primera generación 
en la misma especie, caracterizado por un aclaramiento plasmático medio (y 
consecuentemente un corto tiempo de permanencia en el organismo) y un volumen de 
distribución medio.  
3. Los animales sometidos a ovariohisterectomía (G2), presentaron diferencias 
significativas con respecto a los animales del grupo control (G1), en la semivida de eliminación 
(t½λe), Área bajo la curva (ABC) y Aclaramiento Plasmático (Cl). Estas diferencias son 
consecuencia de la disminución en la capacidad de eliminación, ya que el volumen de 
distribución de ambos grupos no mostró diferencias significativas. Por tanto la anestesia 
repercute en el comportamiento cinético aumentando la permanencia (mayor semivida de 
eliminación, tiempo medio de residencia) de la cefalotina en los animales sometidos a cirugía.   
4.  Las concentraciones de cefalotina en piel (Cmax) en animales del grupo control (G1), 
fueron hasta 4 veces superiores a la de los animales sometidos a ovariohisterectomía (G2). 
Esto puede ser debido a la falta de muestreo posterior a los 30 minutos, considerando un 
retardo en la distribución normal del fármaco y/o a una menor penetración por vasoconstricción 
periférica en animales anestesiados.      
5. La penetración en tejidos de cefalotina a dosis de 25 mg/kg IV es adecuada o similar a 
la de otros trabajos, alcanzando concetraciones en líquido intersticial suficiente para controlar 
infecciones por patógenos extracelulares (e incluso alcanzando concentraciones superiores a 
la descrita, ya que las técnicas de homogeinato suponen un fenómeno de dilución). 
6. La prevalencia de Staphylococcus spp. en caninos sanos provenientes de una 
veterinaria en la Provincia de Córdoba (n=48), Argentina 2014, ha sido del 72,92 %, similar a la 
informada por otros trabajos en diferentes partes del mundo. La prevalencia Staphylococcus 
aureus (principal patógeno en animales y seres humanos) fue del 35 %, superiores a los 
hallados por otros autores.  
7. La CIM50 y CIM90 para Staphylococcus spp. de 0,06 y 0,25 µg/ml respectivamente, son 
superiores a las descritas por otros autores y tampoco mantienen una relación de proporción lo 
que se correspondería con un cierto grado de resistencia bacteria. 
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8. Las concentraciones séricas de los animales sometidos a ovariohisterectomía (G2) 
presentaron valores por encima de la CIM90 superiores a los del grupo control, pero requirieron 
más tiempo para alcanzar las concentraciones máxima en tejidos (50 minutos), por tanto para 
conseguir un efecto profiláctico adecuado se debería realizar la administración endovenosa al 
menos 1 h antes de comenzar la cirugía. 
9. Las concentraciones de cefalotina observadas en tejidos (piel, tejido subcutáneo, 
músculo y peritoneo) mostraron concentraciones superiores a la CIM90 para patógenos locales, 
durante las 2 h de muestreo, garantizando con ello una buena cobertura antimicrobiana durante 
el tiempo que dura una cirugía convencional. La eficacia antimicrobiana se mantiene durante 9 
horas (t>CIM 80 %) frente a cepas locales de Staphylococcus spp., responsables de 
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IX. ANEXOS  
IX. 1. Tablas de validación del método microbiológico.  
IX. 1.1. Validación de la cefalotina en suero canino. 
Tabla IX.1: Datos de los halos de inhibición (mm) y análisis de variación intra-día de cefalotina 
en suero canino. 
 
 
Diámetro (mm) día 1 
Conc. 
(µg/ml) 
Tiempo 1 Tiempo 2 Tiempo 3 CV % 
50,00 43,74 43,59 42,20 45,00 46,88 43,97 3,57 
37,50 42,20 42,10 41,47 43,58 45,80 43,48 3,61 
25,00 41,59 42,17 40,68 41,80 44,90 41,24 3,52 
12,50 40,05 39,95 38,89 40,56 42,23 40,14 2,72 
6,25 38,72 37,23 36,05 39,45 41,75 38,87 5,05 
3,13 34,95 37,87 35,22 38,30 39,05 37,64 4,54 
1,56 32,78 33,12 33,40 34,23 37,32 34,64 4,84 
0,78 27,81 28,35 29,82 30,56 31,63 30,98 5,05 
0,39 23,35 27,94 29,06 29,55 30,44 29,98 9,20 
0,20 25,66 24,00 23,49 26,24 28,60 28,89 8,63 
0,10 19,54 20,68 20,00 21,67 23,12 23,07 7,18 
0,05 15,61 17,45 15,41 17,90 17,31 17,96 6,71 
 
Diámetro (mm) día 2 
Conc. 
(µg/ml) 
Tiempo 1 Tiempo 2 Tiempo 3 CV % 
50,00 44,21 44,02 44,61 41,43 40,82 40,29 4,52 
37,50 42,64 41,74 42,66 44,74 42,00 39,12 4,32 
25,00 40,02 40,03 41,02 41,09 40,54 39,00 1,94 
12,50 38,44 38,25 38,60 38,95 38,44 39,10 0,85 
6,25 36,60 38,16 37,14 37,08 35,72 36,21 2,30 
3,13 34,98 34,66 35,38 37,08 36,06 33,64 3,36 
1,56 32,46 32,74 31,87 32,02 31,82 31,96 1,15 
0,78 31,31 27,56 29,41 31,59 30,64 29,27 5,06 
0,39 25,44 26,64 26,46 26,30 25,17 27,01 2,73 
0,20 22,45 26,49 27,29 24,19 23,78 24,17 7,31 
0,10 20,85 18,03 18,81 18,27 19,28 18,22 5,58 
0,05 16,02 15,81 15,66 16,66 16,00 16,43 2,35 
 








Tiempo 1 Tiempo 2 Tiempo 3 CV % 
50,00 43,74 46,09 43,11 40,64 42,46 43,05 4,11 
37,50 41,25 42,64 41,80 39,46 42,22 42,62 2,88 
25,00 40,58 40,52 41,62 41,42 40,65 41,30 1,18 
12,50 40,28 40,68 39,06 36,74 38,73 39,98 3,65 
6,25 35,98 37,22 39,90 35,09 36,29 35,89 4,63 
3,13 34,89 34,04 35,27 33,81 34,39 35,09 1,71 
1,56 33,89 32,31 32,12 31,61 32,49 33,40 2,60 
0,78 25,31 27,07 25,62 29,02 28,58 28,97 6,13 
0,39 26,22 27,61 27,44 25,15 26,98 27,27 3,49 
0,20 23,56 24,86 24,83 23,72 21,92 24,69 4,75 
0,10 19,70 18,87 19,30 20,08 18,98 20,60 3,42 
0,05 17,94 17,00 16,99 16,95 17,34 16,87 2,36 
 
Tabla IX.2: Datos de los diámetros (mm) de los halos de inhibición por método microbiológico 
para el análisis de la variación inter-día de Cefalotina en suero canino. 
Conc. 





43,74 42,2 41,59 40,05 38,72 34,95 32,78 27,81 23,35 25,66 19,54 
43,59 42,10 42,17 39,95 37,23 37,87 33,12 28,35 27,94 24,00 20,68 
42,2 41,47 40,68 38,89 36,05 35,22 33,40 29,82 29,06 23,49 20,00 
45,00 43,58 41,8 40,56 39,45 38,3 34,23 30,56 29,55 26,24 21,67 
46,88 45,8 44,9 42,23 41,75 39,05 37,32 31,63 30,44 28,6 23,12 




44,21 42,64 40,02 38,44 36,6 34,98 32,46 31,31 25,44 22,45 20,85 
44,02 41,74 40,03 38,25 38,16 34,66 32,74 27,56 26,64 26,49 18,03 
44,61 42,66 41,02 38,6 37,14 35,38 31,87 29,41 26,46 27,29 18,81 
41,43 44,74 41,09 38,95 37,08 37,08 32,02 31,59 26,3 24,19 18,27 
40,82 42,00 40,54 38,44 35,72 36,06 31,82 30,64 25,17 23,78 19,28 





43,74 41,25 40,58 40,28 35,98 34,89 33,89 25,31 26,22 23,56 19,70 
46,09 42,64 40,52 40,68 37,22 34,04 32,31 27,07 27,61 24,86 18,87 
43,11 41,8 41,62 39,06 39,90 35,27 32,12 25,62 27,44 24,83 19,3 
40,64 39,46 41,42 36,74 35,09 33,81 31,61 29,02 25,15 23,72 20,08 
42,46 42,22 40,65 38,73 36,29 34,39 32,49 28,58 26,98 21,92 18,98 
43,05 42,62 41,30 39,98 35,89 35,09 33,40 28,97 27,27 24,69 20,6 
C.V (%) 4,16 3,73 2,94 3,1 4,66 4,53 4,19 6,55 6,74 7,75 7,55 
 




Tabla IX.3: Datos de los halos de inhibición (mm) y coeficiente de variacion intra-día de 
cefalotina en piel canina. 
 
Diámetro (mm) día 1 
Conc. 
(µg/ml) 














































Diámetro (mm) día 2 
Conc. 
(µg/ml) 














































Diámetro (mm) día 3 
Conc. 
(µg/ml) 


















































Tabla IX.4: Datos de los diámetros (mm) de los halos de inhibición por método microbiológico 
para el análisis de la variación inter-día de Cefalotina en piel de caninos. 
Conc. 
(µg/ml) 





54,00 48,89 45,96 44,46 39,97 37,88 36,18 31,67 27,79 22,54 20,05 
54,05 49,49 45,28 45,80 40,85 38,36 35,00 32,32 26,66 20,47 20,39 





54,42 49,35 46,80 45,17 40,10 38,37 34,48 33,29 26,35 23,89 20,07 
54,00 49,13 45,58 44,50 39,65 37,43 34,75 31,64 25,89 22,62 19,00 





55,00 49,96 46,41 44,55 40,60 38,18 34,83 31,99 26,86 23,30 18,86 
54,13 48,79 46,33 43,17 39,99 36,97 33,00 31,72 27,26 22,48 19,39 
53,43 48,17 45,87 39,72 39,21 36,12 34,79 30,17 27,41 21,94 19,11 
C.V (%) 0,87 1,28 1,06 4,01 1,51 2,22 2,44 2,73 2,20 4,22 2,82 
 
Tabla IX.5: Datos de los halos de inhibición (mm) y análisis de variación intra-día de cefalotina 
en tejido subcutáneo canino. 
 
Diámetro (mm) día 1 
Conc. 
(µg/ml) 


















































Diámetro (mm) día 2 
Conc. 
(µg/ml) 














































Diámetro (mm) día 3 
Conc. 
(µg/ml) 

















































Tabla IX.6: Datos de los diámetros (mm) de los halos de inhibición por método microbiológico 
para el análisis de la variación inter-día de Cefalotina en tejido subcutáneo canino. 
Conc. 
(µg/ml) 





49,02 47,91 43,72 41,50 39,43 36,99 32,41 30,32 26,13 23,23 20,34 
48,71 48,05 44,32 42,01 40,34 36,63 33,22 30,60 26,39 24,10 19,53 





49,40 48,12 44,32 42,17 39,87 37,46 33,91 29,53 27,56 24,61 22,60 
48,53 46,75 44,37 40,85 39,29 36,58 32,75 30,33 26,06 23,94 21,97 





48,22 47,35 43,17 41,19 39,00 36,91 32,23 29,12 25,14 23,00 20,37 
48,50 47,79 43,76 41,54 39,57 36,72 32,37 28,60 25,93 23,53 20,28 
48,49 47,20 42,76 41,12 39,31 35,86 32,22 29,23 25,50 23,51 20,54 
C.V (%) 0,88 1,04 1,49 1,41 1,13 1,16 1,67 2,25 2,84 2,33 4,52 
 
Tabla IX.7: Datos de los halos de inhibición (mm) y análisis de variación intra-día de cefalotina en 
músculo canino. 
 
Diámetro (mm) día 1 
Conc. 
(µg/ml) 


















































Diámetro (mm) día 2 
Conc. 
(µg/ml) 














































Diámetro (mm) día 3 
Conc. 
(µg/ml) 

















































Tabla IX.8: Datos de los diámetros (mm) de los halos de inhibición por método microbiológico 
para el análisis de la variación inter-día de Cefalotina en músculo canino. 
Conc. 
(µg/ml) 





48,29 46,43 44,55 43,59 39,68 37,66 35,31 29,64 25,47 22,38 16,49 
48,04 45,39 44,87 41,25 39,30 37,57 35,15 30,00 26,29 21,48 17,45 





47,24 45,34 44,07 40,6 39,54 36,69 35,57 29,34 26,35 22,23 17,42 
48,21 45,3 44,74 42,63 39,12 37,65 34,21 29,00 25,76 22,96 16,22 





48,11 45,97 44,93 41,30 39,22 37,86 35,96 28,36 25,74 20,63 17,23 
47,71 45,51 44,59 42,54 39,58 38,71 35,86 29,07 26,12 21,95 18,28 
48,36 45,4 45,86 42,37 38,54 39,47 34,53 28,49 25,99 21,02 17,30 
C.V (%) 0,87 0,94 1,06 2,28 0,87 2,11 1,88 1,78 1,78 3,35 3,92 
 
 
Tabla IX.9: Datos de los halos de inhibición (mm) análisis de variación intra-día de cefalotina en 
peritoneo canino. 
 
Diámetro (mm) día 1 
Conc. 
(µg/ml) 


















































Diámetro (mm) día 2 
Conc. 
(µg/ml) 














































Diámetro (mm) día 3 
Conc. 
(µg/ml) 

























































Tabla IX.10: Datos de los diámetros (mm) de los halos de inhibición por método microbiológico 
para el análisis de la variación inter-día de Cefalotina en peritoneo canino. 
Conc. 
(µg/ml) 





53,59 49,39 47,00 46,84 43,44 38,42 34,70 31,22 28,06 23,94 19,84 
51,99 50,22 48,75 45,28 41,53 41,00 35,81 32,87 27,12 26,03 20,16 





51,08 49,61 47,18 44,51 40,71 39,30 35,44 31,25 28,68 22,00 19,17 
52,00 49,15 47,12 44,31 40,55 37,97 34,62 31,34 28,60 22,21 19,73 





51,60 50,17 49,00 44,75 41,38 38,43 35,50 32,05 29,31 23,35 19,27 
52,21 50,15 47,31 45,20 41,54 37,75 34,37 31,40 28,55 22,12 19,67 
52,33 49,15 47,60 46,71 45,36 39,11 36,02 31,31 30,08 23,05 18,12 
C.V (%) 1,30 0,94 1,70 2,40 3,74 2,68 2,01 2,55 2,88 5,59 3,19 
 
IX. 1.2. Parámetros quirurguicos y análisis de los animaleslos 6 animales de la etapa II. 
 
Tabla XI.11: Valores de los diferentes parámetros medidos durante la anestesia a los caninos 
sometidos a OVH, expresados como media y D.E. de los datos obtenidos por individuo, cada 5 
minutos durante las 2 h que se prolongó la cirugía. 
Ani
mal 









































37,17 ± 0,42 39,23 ± 2,63 
D 79,75 ± 99,75 ± 130,28 ± 71,03 ± 92,91 ± 38,01 ± 0,15 40,34 ± 3,25 




























35,10 ± 0,23 39,06 ± 2,78 
PA: presión arterial, FC: frecuencia cardiaca, SpO2: saturación arterial de oxígeno, PAS: presión 
arterial sistólica, PAD: presión arterial diastólica, PAM: presión arterial media, ETCO2: Dióxido de 
Carbono de Final de Volumen corriente. 
 




A B C D E F 

































VCM fl 62-74 63,10 69,10 65,90 66,70 69,50 68,10 
HCM pg 19-27 22,20 23,80 22,50 22,10 24,00 23,80 


















Urea mg/dl 15-50 36 40 39 30 38 51 
Creatinina 
mg/dl 
0,5-1,5 0,6 0,5 0,7 0,70 1,03 0,9 
Prot  Totales 
g/dl 
5,4 - 7,1 5,4 6,3 3,9 6,00 6,65 6,15 
Albúmina g/dl 2,5-3,6 3,7 3,6 3,2 3,2 2,6 3,1 
Globulinas g/dl 2,4 - 4 1,7 - 0,7 2,8 2,4 2,6 
GOT(AST) UI/L Hasta 50 20 23 31 28 10 18 
GPT(ALT) UI/L Hasta 50 17 20 19 25 5 11 
FAL UI/L hasta 250 175 200 225 150 101 250 




IX.3. Determinación de Concentración Inhibitoria Mínima (CIM). 
Tabla IX.13: Resultados de los hisopados de piel de animales sanos para los diferentes test: 









1 + + + 
2 SD NT NT 
3 SD NT NT 
4 - - - 
5 - - - 
6 - - - 
7 SD NT NT 
8 - - - 
9 - - - 
10 + + + 
11 + + + 
12 - - - 
13 + + + 
14 - - - 
15 SD NT NT 
16 + + + 
17 - - - 
18 SD NT NT 
19 - - - 
20 - - - 
21 - - - 
22 + + + 




23 + + + 
24 - - - 
25 SD NT NT 
26 - - - 
27 + + + 
28 + + + 
29 + + + 
30 + + + 
31 + + + 
32 - - - 
33 SD NT NT 
34 + + + 
35 SD NT NT 
36 - - - 
37 SD NT NT 
38 SD NT NT 
39 + + + 
40 SD NT NT 
41 + + + 
42 - - - 
43 - - - 
44 - - - 
45 + + + 
46 SD NT NT 
47 + + + 
48 SD NT NT 
SD: Sin desarrollo bacteriano. NT: no testeado por este medio. 
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